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I. Einleitung 1

. Einleitung
Kleinsduger sind wichtige Wirte flr die Entwicklung von Schildzecken. Unter anderem sind

sie auch Reservoire fiir verschiedene zoonotische Krankheitserreger (BURRI et al. 2014).
Ixodes ricinus ist die hdufigste Zeckenart in Europa und gilt als Vektor fiir die meisten durch
Zecken Ubertragenen Pathogene (RIZZOLI et al. 2014). Dermacentor reticulatus ist in
Mitteleuropa der zweitwichtigste Vektor fir Zecken-Ubertragene Pathogene. Anaplasma
phagocytophilum und Neoehrlichia mikurensis sind gram-negative, obligat intrazelluldre
Bakterien, die (iberwiegend durch I. ricinus Ubertragen werden (ANDERSSON et al. 2013).
Sie konnten aber auch in D. reticulatus nachgewiesen werden (KARBOWIAK et al. 2014;
OBIEGALA et al. 2014). JAHFARI et al. (2014) haben A. phagocytophilum durch
Sequenzierung von Teilen des groEL Gens (Chaperonprotein) in 4 Okotypen unterteilt und
zeigten, dass jeder Okotyp unterschiedliche Wirte hat. Die Vektor- und Reservoirfahigkeit der
verschiedenen Wirte wird hierbei noch diskutiert. Anaplasma phagocytophilum kann schwere
Erkrankung beim Menschen, Hund und anderen Tieren verursachen. Neoehrlichia mikurensis
ist eher opportunistisch human-pathogen und infiziert in der Regel immunsupprimierte
Personen oder immunsupprimierte Hunde (HOFMANN-LOHMANN et al. 2016; VON
LOEWENICH et al. 2010). In Europa dienen vermutlich Nager wie die Rételmaus (Myodes
glareolus) und die Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis) als Reservoir fir N. mikurensis
(BURRI et al 2014). Bei A. phagocytophilum steht die Reservoirfunktion der Nager noch zur
Diskussion, da es Studien gibt, die deren Vektorfunktion sowohl nahelegen als auch
relativieren (ALBERDI et al. 2000; BURRI et al. 2014; LI1Z et al. 2000; MICHALIK et al.
2012; SILAGHI et al. 2012b). Rickettsia spp. sind ebenfalls gram-negative, obligat
intrazellulare Bakterien mit zoonotischem Charakter. Sie werden in vier Gruppen eingeteilt: (i)
Zeckenstichfiebergruppe; (ii) Typhusgruppe; (iii) Rickettsia-bellii-Gruppe und die (iv)
Rickettsia-canadensis-Gruppe (PAROLA et al. 2013). Die meisten Arten in der ersten Gruppe,
der Zeckenstichfiebergruppe, sind Zecken-ibertragene zoonotische Erreger. In Europa gilt 1.
ricinus als Vektor fiir R. monacensis und R. helvetica. Dermacentor reticulatus gilt als Vektor
fir R. raoultii (BURRI et al. 2014; PAROLA et al. 2013; REYE et al. 2013). Bisher ist nicht
klar, welche Tiere als Reservoirwirte fungieren (INOKUMA et al. 2008; ORTUNO et al. 2007;
ORTUNO et al. 2012), jedoch wurden die obengenannten Rickettsien in Kleinsaugern in
Europa nachgewiesen (MARTELLO et al. 2013; OBIEGALA et al. 2016). Die Lyme-
Borreliose ist in Europa die am weitesten verbreitete Zecken-tibertragene Erkrankung
(STANEK et al. 2012). Ixodes ricinus ist deren Hauptvektor und Kleinséuger sind,

insbesondere fir Borrelia afzelii, Reservoirwirte (CANICA et al. 1993). Bartonellen sind
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zoonotische, gram-negative, Vektor-tbertragene Bakterien. Nager gelten als Reservoir fir die
meisten Spezies (BIRTLES et al. 2005). Als Vektor gelten Arthropoden wie Fl6he, Milben und
Zecken. Babesia spp. und Hepatozoon spp. sind kleine intrazellulére Parasiten, die ein breites
Wirtsspektrum in Europa haben (BANETH et al. 1998; KIEMTRUP et al. 2000). Babesia
microti wurde besonders in Wihimé&usen des Genus Microtus, jedoch unter anderem auch in
M. glareolus und A. flavicollis nachgewiesen (SINSKI et al. 2006). Ixodes ricinus gilt als der
Hauptvektor u.a. fir Babesia divergens. Flr B. microti in Europa wird aber eher Ixodes
trianguliceps als Hauptvektor angenommen (BECKER et al. 2009). Hepatozoon spp. wurde
durch unsere Forschungsgruppe bisher nicht gezielt untersucht, wurde aber in einer friiheren
Studie zufallig in einem der Nager nachgewiesen (SILAGHI et al. 2012b). Hepatozoon spp.
wurde auch in Polen in M. glareolus und Microtus oeconomus nachgewiesen, bis jetzt aber
noch nicht in A. flavicollis (KARBOWIAK et al. 2005). Hepatozoon scheint apathogen fiir
Menschen zu sein (KRAMPITZ et al. 1988). Hepatozoon canis ist fur Hunde hochpathogen
und wurde in Deutschland in I. ricinus und D. reticulatus, die an Fiichsen gesaugt haben,
nachgewiesen (NAJM et al. 2014). Die meisten Studien und dementsprechend auch die meisten
Forschungsregionen zu Zecken-Ubertragene Pathogenen umspannen einen Zeitraum von
wenigen Jahren. Langzeitstudien sind rar, jedoch wichtig, um die Dynamik zwischen den
Erregern, den Wirten und den Vektoren besser verstehen zu kdénnen und evtl. die Entwicklung
und Ausbreitung Zecken-bertragener Pathogene vorhersagen zu kénnen. Frihere Studien in
Sachsen zeigten hohe Prévalenzen der obengenannten Erreger in Kleinsaugern und Zecken
(OBIEGALA et al. 2014; OBIEGALA et al. 2015; OBIEGALA et al. 2016; OBIEGALA et al.
2017; SILAGHI et al. 2012b; 2012c; SILAGHI et al. 2016b). Die aktuelle Studie prift erneut
die Pravalenzen der obengenannten Erreger in Kleinsdugern und Zecken an Standorten, die
durch unsere Forschungsgruppe seit 2008 kontinuierlich beprobt wurden, um (i) Die Abundanz
von Nagern, ihren Zecken und Zecken in der Vegetation an den bereits untersuchten Standorten
erneut festzustellen; (ii) Die Prévalenz der oben genannten Pathogene in den Nagern und
Zecken zu bestimmen; (iii) Die Ergebnisse mit denen der vergangenen Studien in einem
zeitlichen Zusammenhang zu vergleichen, um mdglicherweise einen Trend in der Ausbreitung

und Verteilung der zoonotischen Krankheitserreger aufzuzeigen.
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Literaturiibersicht

1. Pathogene

1.1. Bakterien

1.1.1. Anaplasma phagocytophilum und Neoehrlichia mikurensis
1.1.1.1. Taxonomie, Morphologie

Anaplasma phagocytophilum und Neoehrlichia mikurensis werden den a-Proteobacteria,
Ordnung: Rickettsiales, Familie: Anaplasmataceae zugeordnet. Sie sind gram-negative,
pleomorphe, 0,5-2um groRe, obligat intrazelluldre Bakterien. (DUMLER et al. 2001,
KAWAHARA et al. 2004).

1.1.1.2.Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

Zecken der Familie Ixodidae sind fir die weltweite Verbreitung von A. phagocytophilum
verantwortlich. In Europa wird A. phagocytophilum hauptséchlich durch I. ricinus, in den USA
durch Ixodes scapularis und Ixodes pacificus, und in Asien durch Ixodes persulcatus und
Dermacentor silvarum Ubertragen (CHIREK 2018).

Der Entwicklungszyklus von A. phagocytophilum in Zecken wurde noch nicht vollstandig
geklart. Der Erreger wird bei der Blutmahlzeit an infizierten Wirten in den Darm der Zecke
aufgenommen. SUKUMARAN et al. (2006) haben ein Protein gefunden, das fur die Aufnahme
in die Speicheldriisen der Zecke verantwortlich ist. Uber den Speichel gelangt der Erreger bei
der ndchsten Blutmahlzeit der Zecke in einen eventuell noch nicht infizierten Wirt.
Anaplasma phagocytophilum vermehrt sich via Zellteilung im Vertebraten in Endosomen der
neutrophilen, eosinophilen Granulozyten und in Monozyten. Die Aufnahme in die Zellen
erfolgt Uber Endozytose. In den Endosomen manipuliert A. phagocytophilum die Zelle und
verhindert die Bildung eines Phagolysosoms und die Zellapoptose. In Blutausstrichen sind die
Bakterienkolonien als Morulae zu erkennen (EREMEEVA et al. 2011; RIKIHISA. 2010).
WANG et al. (2015) zeigten, dass A. phagocytophilum Endothelzellen auch in vitro infizieren
kann. Die weitere Ubertragung und Verbreitung erfolgt dann tiber Adhésion von Granulozyten
an die Endothelzellen.

JAHFARI et al. (2014) haben A. phagocytophilum durch Sequenzierung von Teilen des groEL
Gens (Chaperonprotein) in vier Okotypen unterteilt und zeigten, dass jeder Okotyp
unterschiedliche Wirte hat. Okotyp | hat die grofte Vielfalt an Wirten und wurde in Igeln,

Wiederk&uern (domestiziert und wild), Hunden, Rotfuchs, Pferden, Wildschweinen und dem
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Menschen nachgewiesen. AuRerdem wurde dieser Okotyp in den madglichen Vektoren I.
persulcatus, und 1. ricinus nachgewiesen. Okotyp Il wurde nur in Rehen gefunden und in den
maoglichen Vektoren 1. ricinus und der Hirschlausfliege (Lipoptena cervi). Okotyp 111 wurde
hauptsichlich in Nagern und Okotyp 1V in Vogel nachgewiesen. Die Vektor- und
Reservoirfahigkeit der verschiedenen Wirte wird noch diskutiert.

Ixodes ricinus gilt als Vektor fir N. mikurensis. Neoehrlichia mikurensis wurde aber auch in I.
persulcatus, Ixodes hexagonus, D. reticulatus, Haemaphysalis concinna, Ixodes ovatus und
Ixodes frontalis nachgewiesen. Der Entwicklungszyklus ist weitestgehend noch ungeklart.
Neoehrlichia mikurensis konnte jedoch nicht in Darm- und Speichelproben aus Zecken
nachgewiesen werden (LEJAL et al. 2019). Als Reservoir dienen vermutlich Kleinsauger,
hauptsachlich Nagern der Genera Myodes, Microtus und Apodemus. Neoehrlichia mikurensis
wurde auch im Dachs, Mufflon und im Braunbéren nachgewiesen (OBIEGALA & SILAGHI
2018; PORTILLO et al. 2018).

1.1.1.3.Klinische Falle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Die granulozytidre Anaplasmose &duBert sich bei domestizierten und wilden Tieren und
Menschen meist als unspezifische fieberhafte Allgemeinerkrankung. Die Erkrankung kann
asymptomatisch, aber auch durch eine induzierte Immunsuppression und sekundare
Infektionen fatal verlaufen. Die haufigsten bei Menschen beschriebenen Symptome, darunter
Fieber und Kopfschmerzen, sind unspezifisch. Bei Wiederkduern wurden Fieber, Reduktion
der Milchleistung und Husten als Hauptsymptome beschrieben (BAKKEN et al. 2008;
CHIREK. 2018; WOLDEHIWET. 2008). Durch die unspezifische Symptomatik bleibt die
Anaplasmose oft unentdeckt. Ein Hinweis sind die Morulae, die mikroskopisch im Wright-
oder Giemsa-gefarbten Blutausstrich zu erkennen sind (BAKKEN et al. 2008). Anaplasma
phagocytophilum konnte auch mittels PCR nachgewiesen werden. Anaplasma
phagocytophilum ist in den USA weit verbreitet, wird aber auch in Europa und Asien
beschrieben (BAKKEN et al. 2008; JAHFARI et al. 2014; JIFEI et al. 2013). In den USA ist
die Anaplasmose héaufiger und mit einem schwereren Verlauf beschrieben im Vergleich zu
Europa (DUGAT et al. 2015).

Neoehrlichia mikurensis wurde in nur wenigen klinischen Féllen beschrieben, hauptséchlich in
immunsupprimierten, vereinzelt aber auch in immunkompetenten Patienten. Die Klinik variiert
von symptomlos Uber Fieber und Vaskulopathien bis hin zur fatalen Erkrankung. Da die
meisten Patienten ber 60 Jahre alt waren, wurde in der Regel Fieber als Hauptsymptom

angenommen. Die Vaskulopathien wurden dabei als altersbedingt angesehen, was die
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Erkennung der Erkrankung erschwerte. Neoehrlichia mikurensis wurde bei einer 8 Jahre alten
Irish Setter Hundin nachgewiesen. Die Hindin zeigte reduziertes Allgemeinbefinden und
serosen Nasenausfluss. Im Blutbild waren aufBer einer Neutropenie keine Auffalligkeiten zu
erkennen (DINIZ et al. 2011).

WASS et al. (2019) war es gelungen N. mikurensis zu kultivieren. Sie zeigten, dass N.
mikurensis sich in Endothelien vermehrt. Neoehrlichia mikurensis wurde in Zecken, Nagern
und Menschen aus 20 europdischen Landern, Russland, China und Nigeria nachgewiesen
(PORTILLO et al. 2018; SILAGHI et al. 2016a).

1.1.1.4.Kleinsauger als Reservoir

Anaplasma phagocytophilum wurde in verschiedenen Mitgliedern der Muridae
(Langschwanzméuse) und Cricetidae (Wihler) nachgewiesen. Die Rolle als Reservoir wurde
aber in Europa noch nicht bewiesen. BOWN et al. (2003) diskutierten M. glareolus als
maogliches Reservoir in GroRbritannien, weitere Studien sind aber noch erforderlich. In den
USA wurde Peromyscus leucopus (WeillfuBmaus) als ein wichtiges Reservoir bewiesen
(STUEN et al. 2013). Nager der Genera Myodes, Apodemus und Microtus werden als Reservoir
fir N. mikurensis in Europa angesehen, insbesondere Apodemus flavicollis, Myodes glareolus
und Microtus arvalis (OBIEGALA & SILAGHI 2018; SVITALKOVA et al. 2016). In China
wurde N. mikurensis in mehreren Kleinsdugern identifiziert, insbesondere in Rattus
norvegicus, Eothenomys custos, A. agrarius und Apodemus sylvaticus (LI et al. 2013). In

Stdkorea wurde N. mikurensis aus A. agrarius isoliert (JHA et al. 2018).

1.1.2. Rickettsia spp.

1.1.2.1. Taxonomie, Morphologie

Rickettsien werden den a-Proteobacteria, Ordnung: Rickettsiales, Familie: Rickettsiaceae
zugeordnet. Sie sind gram-negative, kurze stdbchenférmige, 0,3x0,8um grofRe, obligat
intrazellulare Bakterien (FOURNIER et al. 2009). Es sind 25 Spezies bekannt, 16 davon sind
human-pathogen. Bei den Ubrigen Spezies ist die Pathogenitat noch unbekannt. Anhand der
Pathogenitat werden sie in zwei Gruppen eingeteilt: die Zeckenbissfieber-Gruppe (spotted
fever group - SFG) und die Fleckfieber-Gruppe (Typhus-Gruppe). Die SFG enthalt die meisten
pathogenen Spezies, wahrend die Typhusgruppe nur zwei Spezies beinhaltet, R. prowazekii
und R. typhi. Phylogenetisch kdnnen Rickettsien in weitere Gruppen unterteilt werden: SFG,
Typhus, Rickettsia bellii Gruppe und die Rickettsia canadensis Gruppe (FOURNIER et al.
2009; MERHEJ & RAOULT 2010).
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1.1.2.2.Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

Fur die meisten Rickettsien-Arten der SFG sind Zecken der Hauptvektor. Der Erreger vermehrt
sich in fast jedem Organ der Zecke, insbesondere in den Speicheldrisen und Ovarien
(KARBOWIAK et al. 2016). Ein paar Rickettsien-Arten der SFG und der Typhus-Gruppe
werden aber eher mit FIohen (u.a. R. typhi (Typhus-Gruppe), R. felis (SFG)), L&usen (u.a. R.
prowazekii (Typhus-Gruppe)) und Milben (u.a. R. akari (SFG)) assoziiert (MAYR & ROLLE
2007). Rickettsien vermehren sich durch Zellteilung in eukaryotischen Zellen im Zytoplasma
oder im Zellkern (FOURNIER et al. 2009). MOORE et al. (2018) zeigten eine transovarielle
Ubertragung, wodurch die Zecken selbst auch zum Reservoir werden kdnnen (KARBOWIAK
et al. 2016). LEVIN et al. (2012) zeigten, dass Hunde als Reservoir fungieren konnen. Katzen
wurden in Thailand als maogliches Reservoir diskutiert, besonderes fir R. felis
(PHOOSANGWALTHONGA et al. 2018). Fiir R. slovaca sind Wildschweine ein potenzielles
Reservoir. Fir R. monacensis kommen noch Cervidae (Geweihtrdger) in Frage
(KARBOWIAK et al. 2016). Fur R. monacensis wurden Eidechsen als mégliches Reservoir
detektiert (DOBLER & PFEFFER 2012).

1.1.2.3.Klinische Falle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Es bestehen keine pradisponierenden Faktoren fir die Infektion mit Rickettsien. Klinische
Falle sind von Geschlecht und Alter unabhangig (ABDAD et al. 2018). Die Klinik ist zum
groRen Teil von der Rickettsien-Spezies abhangig. Beschriebene Symptome sind Eschar,
Vaskulitiden, Fieber, Kopf- und Gliederschmerzen und Enzephalitis. Der Nachweis erfolgt
direkt Gber ELISA oder PCR. Die verschiedenen Spezies sind durch weite Verbreitung ihrer
Vektoren weltweit anzufinden: So kommt z.B. R. conorii im Mediterranraum, Afrika,
Zentralasien und Indien vor. (ABDAD et al. 2018; DOBLER & PFEFFER 2012; FISCHER.
2018).

1.1.2.4.Kleinsduger als Reservoir

Kleinsduger scheinen eine geringere Rolle als Reservoir fur Rickettsien zu spielen. Neuere
Studien aus Afrika und Taiwan zeigten aber relativ hohe Pravalenzen in verschiedenen
Kleinsdugern wie der DunkelfliBigen Waldspitzmaus (Myosorex cafer) und der
Moschusspitzmaus (Suncus murinus) fir R. japonica, R. rickettsii, R. helvetica, R. felis, R.
typhi und R. conorii und diskutieren deren Reservoirfahigkeit (ESSBAUER et al. 2018; KUO
et al. 2015). BURRI et al. (2014) zeigten bei einer xenodiagnostischen Studie, dass A.
sylvaticus und M. glareolus die Erreger R. helvetica und R. monacensis nicht auf I. ricinus

Ubertragen konnen.
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1.1.3. Bartonella spp.

1.1.3.1.Taxonomie, Morphologie

Bartonellen werden den a-Proteobacteria, Ordnung: Rhizobiales, Familie: Bartonellaceae
zugeordnet. Zurzeit sind mehr als 30 Bartonellenarten bekannt. Sie wurden durch den
Vergleich bestimmter Gene (16S, ITS, glt A, groEL) und Pathogenitétsfaktoren (Flagellen,
Typ IV Sekretionssysteme) in 8 Gruppen eingeteilt. Die verschiedenen Arten scheinen eine
Préferenz fiir bestimmte Vektoren und Reservoire zu haben. Sie sind gram-negativ,
pleomorph, 0,5x1um grofd und zum Teil mit Pilli oder Flagellen bestlickt, die zur
Fortbewegung dienen (HARMS & DEHIO 2012; HOUPIKIAN et al. 2001; WAGNER &
DEHIO 2019; WELCH 2015; ZEAITER et al. 2002).

1.1.3.2.Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

Nach der Ubertragung durch Arthropoden verbleiben Bartonellen eine unbekannte Zeit lang in
den Endothelzellen des End- oder Reservoirwirtes. Dort kénnen manche Bartonellen (z.B. Ba.
henselae) in bestimmten Wirten (in Hunden und Menschen, jedoch nicht in Katzen) durch
Manipulation der Zellen des Immunsystems eine Angiogenese anregen. Das Resultat ist eine
Héamangiom-ahnliche Struktur, die die Bartonellen schiitzt. Danach gelangen sie in das Blut,
wo sie Erythrozyten (sowohl Vorstufen als auch vollgereifte Erythrozyten) in drei Schritten
penetrieren: Adhéarenz, Deformation und Invasion. Die genauen Mechanismen sind noch
ungeklart. Bartonellen scheinen sich jedoch an Glykoproteine der Erythrozytenmembran zu
binden. Danach werden durch die Bindung an Aktin Deformationen der Oberflache geschaffen,
die die Membran schwéchen und die Invasion erleichtern. Nur ein bis zwei Bakterien infizieren
einen Erythrozyten und vermehren sich ein bis zwei Mal, so dass maximal 8 Bakterien pro
Erythrozyt entstehen (BIRTLES 2005; HARMS & DEHIO 2012). Bartonellen kénnen sich in
Erythrozyten und im Endothel in Vakuolen, aber auch frei im Zytoplasma vermehren
(BENSON et al. 1986; DEHIO 2001).

Als Vektor fiir Bartonellen dienen verschiedene Arthropoden wie u.a. Flohe, Lé&use,
mutmallich Zecken und Sandmiicken (COTTE et al. 2008; REIS et al. 2011).

Als Reservoir wurden Mensch (Ba. quintana, Ba. bacilliformis), Katzen (Ba. henselae, Ba.
clarridgeiae), Hunde (Ba. vinsonii berkhoffii, Ba. rochalimae), Rehe (B. capreoli, Ba.
schoenbuchensis), Rinder (B. bovis, Ba. chomelii) und Nager (B. vinsonii vinsonii, B. taylorii,
B. grahamii, Ba. tribocorum, B. doshiae, Ba. birtlesii) identifiziert (BAI et al. 2018;
FOURNIER et al. 2007; KOSQY et al. 2003; TSAI et al. 2011).
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1.1.3.3.Klinische Félle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Klinische Falle wurden in Europa und in den USA hauptsachlich bei Obdachlosen, HIV-
Patienten und anderen immunsupprimierten Personen beschrieben. Beim Mensch verursachen
verschiedene Spezies verschiedene Krankheitsbilder wie zum Beispiel Endokarditis, aber auch
unspezifische Symptome wie Fieber und Gliederschmerzen (RAOULT et al. 1996). Bartonella
henselae verursacht die Katzenkratzkrankheit. Diese ist durch Fieber und Lymphadenopathie
nach Katzenkratzern charakterisiert. Untypische Verldufe ohne Fieber und mit akutem
einseitigen Visusverlust und Kopfschmerzen wurden auch beschrieben (LAPP et al. 2019).
Bartonella bacilliformis verursacht das Oroya-Fieber (Carrion-Krankheit), das durch Fieber,
Lymphadenopathie, Andmie und Verruga peruana (Peru-Warze) charakterisiert ist und auch
letal enden kann. Bartonella bacilliformis ist auch der Erreger der bazillaren Angiomatose
(OHL et al. 2000). Bartonella quintana verursacht das Schiitzengrabenfieber, dessen
charakteristische Symptome Kopfschmerzen, Fieber, Meningitis, Gelenk- und Beinschmerzen
sind. Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii, Ba. clarridgeiae und Ba. washoensis kdnnen
Endokarditis bei Hunden verursachen (PESAVENTO et al. 2005). Bartonella bovis verursacht
Fieber, Andmie, Abort und Endokarditis bei Rindern (MAILLARD et al. 2007). Der Nachweis
von Bartonellen sollte Gber PCR erfolgen. Andere Nachweisverfahren (Kultur, ELISA, IFA)
sind nicht spezifisch genug oder dauern sehr lange. Fir eine kulturelle Anzucht sind
Bartonellen sehr anspruchsvoll und brauchen zwei bis vier Wochen, um zu wachsen (AGAN
et al. 2002). Wahrend Ba. bacilliformis wegen seines Vektors, die Sandmiicke Lutzomya
verrucarum, nur in Stidamerika vorkommt, kommen die meisten anderen Bartonellen, wie Ba.
quintana und Ba. henselae, weltweit vor (MAVROULLI et al. 2016).

1.1.3.4.Kleinsduger als Reservoir

Kleinsduger sind Reservoir verschiedener Bartonellen-Spezies. B. grahamii, Ba. taylorii und
Ba. birtlesii wurden in M. glareolus und A. flavicollis nachgewiesen (PAZIEWSKA et al.
2012). Weitere noch unbekannte Bartonellenarten wurden zum Beispiel in Asien aus der
Coxing-Weilbauchratte (Niviventer coninga), Wimpernspitzmaus (Crocidura attenuata),
Weilizahnspitzmaus (Crodicura tanakae) und Langflugelfledermaus (Miniopterus
schreibersii) isoliert (LIN et al. 2012).

1.1.4. Borrelia burgdorferi sensu lato
1.1.4.1. Taxonomie, Morphologie
Borrelia burgdorferi sensu lato wurden den Spirochaeten, Ordnung: Spirochaetales, Familie:

Spirochaetaceae zugeordnet. Borrelia burgdorferi sensu lato ist eine Bakteriengruppe, die aus
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10 Spezies besteht: Bo. burgdorferi sensu stricto, Bo. garinii, Bo. afzelii, Bo. japonica, Bo.
valaisiana, Bo. lusitaniae, Bo. andersonii, Bo. tanukii, Bo. turdi und Bo. bissettii sp. nov. Sie
sind gram-negative, 0,2x10-30um grof3e, schraubenférmige Bakterien und bewegen sich mit
Flagellen (BARBOUR. 2018).

1.1.4.2.Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

Zur Zeit der Blutmahlzeit befinden sich die Borrelien noch im Darm der Zecke. Durch die
Anderungen des Darm-pHs und durch das neue Blut erfolgt eine Vermehrung. Danach
exprimieren die Borrelien oberflachliche Proteine, die den Ubergang in die Hamolymphe und
von dort in die Speicheldrisen der Zecke ermdglichen. Von da gelangen sie in die Haut und
das Blut des Wirtes. Bei den meisten Wirten bleiben die Borrelien in der Haut, im perineuralen
Gewebe oder in der Synovialmembran und vermehren sich. In Europa ist der Hauptvektor |I.
ricinus, in Nordamerika I. scapularis und in Asien I. persulcatus. Als Reservoirwirte dienen
verschiedene Wirbeltiere, darunter vor allem Kleinsduger, Reptilien und Vogel (BARBOUR.
2018, KERN et al. 2015).

1.1.4.3.Klinische Falle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Beim Menschen ist die erste und manchmal einzige Symptomatik einer Borreliose das
Auftreten eines Erythema migrans (Wanderréte). Weitere Klinik kann zur gleichen Zeit oder
nach Verschwinden des Erythema migrans Monate bis Jahre spéter auftreten. Berichtet wurden
Arthritis, Karditis, Meningitis, Gesichtslahmung und selten Konjunktivitis, Uveitis, und
Keratitis (STANEK. 2018).

Bei Pferden verursachen Borrelien Arthritis, Lahmheit, Uveitis, Enzephalitis, Abort, Fieber
und Lethargie (Butler et al. 2005). Es ist noch unklar, ob Katzen an Borreliose erkranken
koénnen. Bei Hunden wurden hauptsachlich Arthritis und Nephritis beschrieben. Die
verschiedenen verfligbaren diagnostischen Tests sollten unter Bericksichtigung der
Symptomatik durchgefiihrt werden. Die héufigsten Tests sind: Borrelien-spezifische
Antikorperbestimmung, Bestimmung im Serum oder in der Cerebrospinalflissigkeit oder auch
die Bestimmung von IgG und / oder IgM im Serum (LITTMAN et al. 2018).

Um eine Diagnose zu bestatigen, kann bei Féallen mit untypischer Symptomatik zusatzlich eine
PCR durchgefihrt werden (DESSAU et al. 2018). Borrelien sind weltweit verbreitet
(LITTMAN et al. 2018).



10 . Literaturibersicht

1.1.4.4 Kleinsauger als Reservoir

Reservoirwirte fur Bo. afzelii sind hauptséchlich die Rotelmaus (Myodes glareolus) und die
Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis). Die Rolle der Taigaspitzmaus (Sorex isodon) als
Reservoir besonders in Russland und Finnland bendtigt weitere Forschung. Der Igel
(Erinaceus spp.) ist ein wichtiges Reservoir fir B. bavariensis. Rote und graue
Eichhérnchen (Sciurus vulgaris; Sciurus carolinensis) spielen auch eine Rolle als Reservoir
fur Bo. afzelii, Bo. burgdorferi s.s., Bo. garinii und Bo. valaisiana (MYSTERUD et al.
2019).

1.2. Parasiten

1.2.1. Babesia spp.

1.2.1.1. Taxonomie, Morphologie

Babesien werden den Apicomplexa, Ordnung: Piroplasmida zugeordnet. Sie sind pleomorphe,
intraerythrozytére Protozoa. Anhand ihrer GrélRe werden sie in zwei Gruppen unterteilt: grof3e
Babesien mit einer GrolRe von 2,5-5um und kleine Babesien mit einer Grofze von 1-2,5um.
Diese Einteilung korreliert auch mit der Zahl der entstehenden Tochterzellen bei der
Zellteilung, bei den kleinen Babesien vier und bei den grofRen zwei. Bisher wurden 99
Babesienarten in Séugetieren und 11 in VVogeln beschrieben (TELFORD et al. 1993).

1.2.1.2.Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

In den Erythrozyten des Reservoirwirtes findet eine ungeschlechtliche Vermehrung statt. Bei
der Blutmahlzeit der Zecke am Wirt werden die mit Babesien infizierten Erythrozyten
aufgenommen. Im Darm der Zecke findet sowohl eine geschlechtliche als auch eine
ungeschlechtliche Vermehrung statt. Danach breiten sich die Babesien in der Hdmolymphe der
Zecke aus und gelangen in die Speicheldrisen und andere Organe, wie zum Beispiel in die
Ovarien (TELFORD et al. 1993). Als Vektoren wurden Zecken der Familie Ixodidae
identifiziert. Als Reservoir fungieren Sdugetiere aus der Gruppe der Rodentia, Carnivora,
Artiodactyla, Insektivora, Marsupalia, Perissodactyla, Chiroptera, Lagomorpha, Proboscidae
und Monotremata sowie Vogel (TELFORD et al. 1993).

1.2.1.3.Klinische Falle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Die meisten humanen Babesiosefalle wurden in Amerika durch B. microti und in Europa durch
B. divergens verursacht. Die Infektion verlauft in der Regel symptomfrei oder mit milder
Symptomatik und st selbstlimitierend. Schwerere Erkrankungsbilder wurden in

splenektomierten Patienten nachgewiesen. Bei diesen Patienten wurden Fieber,
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Kopfschmerzen, dunkler Urin, Andmie, Thrombozytopenie, Leukopenie und bei schweren
Verlaufen auch Niereninsuffizienz und Lungentdeme beschrieben (HERWALDT et al. 2003;
HOMER et al. 2000).

Babesiose bei Hunden wird durch B. canis, B. rossi, B. vogeli und durch B. gibsoni verursacht.
Bei infizierten Hunden wurden Fieber, Andmie, Thrombozytopenie und Leukopenie
beschrieben (BIRKENHEUER et al. 2004).

Die Diagnose kann durch einen mit Giemsa-gefarbtem Blutausstrich, Antigennachweis (IFA)
und direkten Nachweis mittels PCR erreicht werden (HERWALDT et al. 2003; HOMER et al.

2000). Babesien werden weltweit beschrieben.

1.2.1.4.Kleinsauger als Reservoir

Als Hauptreservoir fur B. microti in den USA wurde Peromyscus leucopus beschrieben. In
Japan wurde B. microti in Apodemus speciosus und Apodemus argenteus beschrieben. In
Europa wurden Babesien hauptsachlich in M. agrestis, aber auch in M. glareolus and A.
flavicollis beschrieben (HOMER et al. 2000; SINSKI et al. 2006; TABARA et al. 2007).

1.2.2. Hepatozoon spp.

1.2.2.1. Taxonomie, Morphologie

Hepatozoon werden den Apicomplexa, Ordnung: Eucoccidiorida zugeordnet. Sie zeigen
geschlechtliche und ungeschlechtliche Vermehrungen in Vektoren und Reservoiren. Es sind
uber 300 Spezies bekannt. Hepatozoon spp. haben verschiedene Morphologien in den
Verschiedenen Stadien. Hepatozoon canis z.B. erscheint im Darm der Zecke als Oocyst (ca.
100um), der 30-50 Sporocysten mit je 16 Sporozoiten enthalt. Dann entwickeln die Oocycten
sich in verschiedenen Organen des Hundes zu wenigen Makromerozoiten und zahlreichen
Mikromerozoiten, die sich in den Leukozyten zu Gamonten entwickeln. Die Gamonten sind
ca. 10x5 um groR und Backsteinformig. Gamonten von Hepatozoon romani und Hepatozoon
capsulata sowie andere Hepatozoon spp., die aus Schauer-Klapperschlangen (Crotalus
durissus terrificus) isoliert wurden, sind 14-18x3-8 um grof3. (NETHERLANDS et al. 2017;
ECKERT et al. 2008; O’ DWYER et al. 2011; SMITH 1996).

1.2.2.2. Entwicklungszyklus, Reservoirwirte

Blutsaugende Arthropoden fungieren als Vektor. Dazu zéhlen Zecken, Flohe, Lause und
Milben. Eine geschlechtliche Vermehrung findet im Vektor statt. Dieser wird oral durch den
Reservoirwirt aufgenommen. Aus dem Darm des Wirtes gelangen die Oozysten in

verschiedene Organe (Leber, Milz, Lymphknoten, Lunge, Knochenmark, Nieren, Myokard,
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Muskulatur). Dort findet eine ungeschlechtliche Vermehrung statt. Die entstandenen
Merozoiten dringen je nach Spezies in die Erythrozyten oder Leukozyten ein, wo sie sich in
Gamonten entwickeln und warten, bis sie erneut durch einen Vektor bei der Blutmahlzeit
aufgenommen werden. Manche Spezies bendtigen zwei Wirte: Zum Beispiel wird eine
infizierte Micke von einem Nagetier oder einer Eidechse aufgenommen und diese wiederum
von einer Schlange, in der die weitere Ausreifung der Hepatozoen stattfindet. Je nach Spezies
wurden Amphibien, Reptilien, Sdugertiere und VVogel als Reservoir gefunden (KAMANI et al.
2018; MODRY et al. 2017; NETHERLANDS et al. 2017; SMITH. 1996).

1.2.2.3.Klinische Félle, Klinik, Nachweis, Verbreitung

Durch Hepatozoon ausgeldste Erkrankungen wurden beim Menschen noch nicht beschrieben.
Hepatozoon canis und H. americanum verursachen Hepatozoonose in Hunden mit
subklinischen und milden Verlaufen in Abhdngigkeit vom Grad der Parasitdmie. Bei starker
Parasitamie wurden Anamie, Kachexie, Inanition, Fieber und Lethargie, bei H. americanum
sogar Myositis, Lahmheit und Muskelatrophie beschrieben. Hepatozoon felis verursacht
hauptsachlich subklinische Infektionen in Hauskatzen. Schwere Myositis wurde bei Fiichsen
beschrieben.

Der Nachweis der Gamonten in Erythrozyten oder Leukozyten erfolgt im mit der Giemsa-
Farbung praparierten Blutausstrich, durch Antikdrpernachweis mittels ELISA, IFA oder durch
direkten Nachweis mittels PCR. Hepatozoon spp. sind weltweit verbreitet (BANETH et al.
2003; GREAY et al. 2018).

1.2.2.4.Kleinsduger als Reservoir

Hepatozoon spp. wurde in mehreren Kleinsauger-Spezies gefunden: Cricetomys gambianus,
Mus musculus, Rattus rattus, Rattus norvegicus, M. glareolus und A. flavicollis. Weitere
Forschung ist erforderlich, um die Pathogenitét der verschiedenen Spezies (unter anderem H.
ayorgbor, H. apri, H. martis) zu bestimmen (KAMANI et al. 2018).

2. Kleinsauger

2.1. Taxonomie

Die in dieser Studie vorkommenden Kleinsauger A. flavicollis, A. agrarius, M. glareolus und
A. terrestris stammen aus dem Reich der Animalia: Ordnung Rodentia. Apodemus flavicollis
und A. agrarius wurden der Familie Muridae zugeordnet, M. glareolus und A. terrestris in die
Familie der Cricetidae (HAUER et al. 2009).
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2.2. Vorkommen, Lebensraum, Reservoirfunktion

2.2.1. Echte Mause, Langschwanzmause (Muridae)

2.2.1.1.Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis)

Waéhrend des Holozéns verbreitete sich die Gelbhalsmaus ausgehend von der Balkanregion in
die Paldarktis (MICHAUX et al. 2005). Habitat der Gelbhalsmaus sind Walder. Die
Gelbhalsmaus ist sowohl im Wald als auch am Waldrand zu finden, seltener auch in
Parkanlagen und freistehendem Gebusch. Im Herbst kann sie Schutz in Gebduden suchen
(FELTEN 1952). Apodemus flavicollis gilt als Reservoir fir das Kuhpockenvirus, das Dobrova
Belgrad Virus, das FSME-Virus, das Murine Gammaherpesvirus 68, Ba. grahamii, Borrelia
spp., N. mikurensis, Leptospira spp., und wird als Reservoir fur das Ljungan Virus diskutiert
(AVSIC-ZUPANC et al. 1992; BURRI et al. 2014; CHOMEL et al. 2006; ESSBAUER et al.
2009; FISCHER et al. 2018; HAUFE et al. 2010; KUDELOVA et al. 2018; LABUDA et al.
1999; MLERA et al. 2018).

2.2.1.2.Brandmaus (Apodemus agrarius)

Die Brandmaus kommt hauptséchlich in Osteuropa vor. Nordgrenze des Lebensraums sind
Finnland, Polen und Danemark. Die Westgrenze besteht aus Deutschland, Osterreich und
Norditalien. Die Stdgrenze ist die Balkanregion. Die Ostgrenze wird in Rumanien und Polen
beschrieben (SPITZENBERGER et al. 2014). Apodemus agrarius kommt auferdem in
Taiwan, Korea, China und Ostrussland vor (KOH et al. 2014). Am haufigsten ist die
Brandmaus in feuchten Lebensrdumen, wie zum Beispiel Flussniederungen, zu finden, im
Sommer aber auch auf landwirtschaftlich genutzten Flachen. Ganzjahrig kann man die
Brandmaus in Ortschaften, Garten, Parks und Friedhdfen finden. GroRe Waldgebiete werden
nicht dauerhaft besiedelt (HAUER et al. 2009). Apodemus agrarius gilt als Reservoir fur das
Dobrova-Hantavirus, Leptospira spp. und Toxoplasma gondii (JEON et al 2000;
KARBOWIAK et al. 2009; MATUSCHKA et al. 1991; MILLAS et al. 2002; NEMIROV et
al. 1999; TULIS et al. 2016).

2.2.2. Wihlmause (Cricetidae)

2.2.2.1.Rotelmaus (Myodes glareolus)

Die Rotelmaus kommt in Europa und Westasien vor. So wurde sie in der Kulturlandschaft am
Rande von Ackern und extensiv bewirtschaftetem Griinland, in Forsten, Ruderalfluren, in
Gebuschen und Hecken, auf verwilderten Streuobstwiesen, in Industriegebieten, in Parks und
im Siedlungsgriin von Neubaugebieten gefunden. Ebenso breitgefachert sind die nattirlicheren

Lebensrdume, z. B. Zwischenmoore und Stimpfe, Feucht- und Nasswiesen, aber auch Mager-
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und Trockenrasen, Uferbereiche von FlieBgewdassern, Rohrichte, Hochstaudenfluren,
Zwergstrauchheiden, Feldgehdlze und Walder. Nicht nur altere Waldstadien, sondern auch
junge Forstkulturen und Rekultivierungsflachen der Bergbaufolgelandschaft sind geeignete
Lebensrdume fiir die Rotelmaus. Besonders im Winter bewohnen Rotelméuse gelegentlich
auch Gebdude im landlichen Bereich. Sie gelten als Reservoir fur das Puumala Virus, das
FSME-Virus, das Ljungan Virus, das Kuhpockenvirus, Borrelia spp., A. phagocytophilum,
Babesia microti und N. mikurensis (GARANINA et al. 2008; NEMIROV et al 2010).

2.2.2.2.Schermaus (Arvicola terrestris)

Die Schermaus ist in Europa und Asien bis zum Baikalsee weitverbreitet. Sie bevorzugt
vegetationsreiche Ufer. Als zweites Habitat ist sie im Dauergriinland, auf Ackerflachen, in
Garten, Obstplantagen und an Waldrandern zu finden (HAUER et al. 2009). Die Schermaus
gilt als Reservoir fiir das Kuhpockenvirus sowie Echinococcus multilocularis, Francisella
tularensis, Leptospira spp., Bartonella spp., Babesia microti und Bo. burgdorferi (s.l.)
(CHARBONNEL et al. 2008; COX et al. 1979; ESPI et al. 2017; GELLING et al. 2012;
HAOIN et al. 1982). Die Reservoirfunktion wird fur das lymphozytare Choriomeningitis-Virus
und Toxoplasma gondii noch diskutiert (AKALIN et al. 2009; CHARBONNEL et al. 2008;
KIA et al. 2004).

3. Zecken

3.1. Taxonomie

Die Zecken gehoren der Klasse der Arachniden, Unterklasse: Acari, Uberordnung:
Parasitiformes, Ordnung: Ixodida an. Es sind 896 Spezies bekannt, die man in drei Familien
unterteilt: Nuttalliellidae, Argasidae und Ixodidae. Die Nuttalliellidae enthalten nur eine
Spezies, namlich Nuttalliella namaqua. Die Argasidae enthalten 193 Spezies. Deren
Genuszuordnung wird noch diskutiert, da es durch morphologische oder molekulare Methoden
zu verschiedenen Einteilungen kommt. Ixodidae ist die grofite Familie und enthdlt 702 Spezies,
unterteilt in 14 Genera: Amblyomma, Anomalohimalaya, Bothriocroton, Cosmiomma,
Cornupalpatum, Compluriscutula, Dermacentor, Haemaphysalis, Hyalomma, Ixodes,
Margaropus, Nosomma, Rhipicentor und Rhipicephalus (DURDEN et al. 2014,
GUGLIELMONE et al. 2010).
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3.2. Entwicklungszyklus von Ixodes ricinus und Dermacentor reticulatus

Ixodes ricinus und D. reticulatus haben vier Entwicklungsstadien: Ei, Larve, Nymphe und
Adult (Mannchen und Weibchen). Die Paarung findet auf dem Wirt statt, die Eiablage am
Boden. Die Eiablage dauert 4-6 Wochen und es werden ca. 3.000 Eier gelegt. Das Weibchen
lebt nach der Eiablage nur noch wenige Tage. Beide Zeckenarten haben einen dreiwirtigen
Lebenszyklus. Die Larven schlipfen ca. 8 Wochen nach der Eiablage. Ihre Wirte sind kleine
Vogel, Reptilien und Sauger, in der Regel Nager. Nach der Blutmahlzeit, die zwei bis drei Tage
dauern kann, fallen die Larven zu Boden und h&auten sich zu Nymphen. Die Nymphen hduten
sich dann (ca. 5 Tage) nach der Blutmahlzeit zu Adulten. Weibchen saugen ein bis drei
Wochen, Mannchen saugen gewohnlicherweise nicht. Nymphen und Adulte haben Nager
sowie grofiere Sduger wie Schafe, Schweine, Rehe und auch VVogel und Reptilien als Wirt. Je
nach Wetterbedingungen und Wirtfindung kann der gesamte Zyklus bei 1. ricinus 1,5-5 Jahre,
bei D. reticulatus 1-2 Jahre dauern. Die Wirtfindung erfolgt auf verschiedenen Wegen. Sie
warten zum Beispiel auf Grashalmen oder in Nestern von Wildtieren, bis ein geeigneter Wirt
kommt, den sie tber das Hallersche Organ spiren (APANASKEVICH et al. 2014, ECKERT
et al. 2005; WALKER 2018). Der Wirt muss die Zecken aktiv von der Vegetation abstreifen.

3.3. Vorkommen, Verbreitung, Reservoirwirte, Vektorfunktion

3.3.1. Ixodidae

3.3.1.1.1xodes ricinus

Ixodes ricinus kommt in humiden Habitaten (> 75 % r. L.) wie Waldern, Mooren und Heiden,
aber auch in Parks und Gérten vor. Das Verbreitungsgebiet von I. ricinus erstreckt sich von
Portugal bis zum Kaspischen Meer und vom Norden Skandinaviens bis Stideuropa in Habitaten
bis in die Hohe von 2.000 m Uber dem Meeresspiegel (FOLDVARI 2016; JORE et al. 2011).
Diese Zecken zeigen zwei Hauptaktivitatszeiten, die vom Entwicklungsstadium und der
geographischen Lokalisation abhangig sind. In Mitteleuropa sind Adulte und Nymphen im
Frihling bis zum Friihsommer und im Herbst, Larven im Frih- bis Mittsommer am aktivsten.
In Sldeuropa und im Nord-Iran ist die Hauptaktivitatszeit fur Adulte im Herbst bis zum
Frihwinter (GRAY. 2016). Die Zecken regulieren ihre Aktivitatszeiten in Abhéangigkeit von
den Wetterkonditionen und der Photoperiode. Wenn das Wetter zu heifl und nicht schwil
genug ist oder wenn die Temperaturen zu kalt sind, tritt die Diapause ein. Die Diapause ist ein
Zustand herabgesetzten Stoffwechsels. Zecken, die gesaugt haben, bevor es zu unginstigen
Wetterkonditionen gekommen ist, hduten sich im selben Jahr und Gberwintern als ungesogene

Zecken. Zecken, die nach dem Abklingen unginstiger Wetterkonditionen gesaugt haben,
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uberwintern als gesogene Zecke und h&uten sich erst im nachsten Jahr (GRAY 2016). Ixodes
ricinus hat ein sehr breites Wirtsspektrum mit etwa 200 Wirbeltierarten (S&uger, Vogel,
Reptilien). Ein wichtiger Faktor fiir die Art des Wirtes der verschiedenen Entwicklungsstadien
ist die Hohe der Vegetation. Adulte lauern zum Beispiel auf Grashalmen bis zu einer Hohe von
ca. 80 cm, Nymphen bis zu ca. 50 cm und Larven bis zu ca. 20 cm. Fiir Nymphen und Larven
sind die Hauptwirte Nager. Larven und Nymphen wurden aber auch auf Vdgeln (Amsel,
Singdrossel, Rotkelchen) und Reptilien (Zauneidechse, Mauereidechse, Ostliche
Smaragdeidechse) gefunden. Fir Adulte spielen mittelgrofe bis groRe Sauger wie Rothirsche,
Rehe, Damhirsche, Wildschweine und Rotfiichse eine grofle Rolle als Wirt (ECKERT et al.
2005; GRAY. 2016). Ixodes ricinus ist ein Vektor flr B. microti, B. divergens, R. helvetica, R.
monacensis, A. phagocytophilum, Borrelia burgdorferi sensu lato, das FSME-Virus und das
Louping-ill-Virus (DANIEL et al. 1998; HUDSON et al. 1995; SCHORN et al. 2011).

3.3.2. Rhipicephalinae

3.3.2.1.Dermacentor reticulatus

Zecken der Art Dermacentor reticulatus sind in Wéldern oder entlang von Flussen zu finden,
verbreiten sich aber auch in urbanen Regionen, Garten und Parks. Das Verbreitungsgebiet von
D. reticulatus erstreckt sich von West-, Stid- und Mitteleuropa 6stlich bis nach Zentralasien bis
zu einer Hohe von 177 m tber dem Meeresspiegel. Die Hauptaktivitatszeiten sind der Friihling
und der Herbst. Im Winter gehen die Zecken in die Diapause. Als Wirt dienen wildlebende
Saugetiere (Nager, Insektenfresser, Musteliden, Cerviden, Fichse, Hasen, Igel), und
Haussdugetiere, besonders Hunde und Pferde, regional auch Rinder und Schafe sowie
gelegentlich Menschen, selten auch Vogel.

Dermacentor reticulatus kann folgende Erreger tbertragen: A. phagocytophilum, Anaplasma
marginale, Borrelia burgdorferi, Coxiella burnetii, R. sibirica spp., R. slovaca, R. raoultii, B.
canis, Francisella tularensis, Babesia caballi, Babesia canis, Theileria equi, das Omsk-
Hamorrhagisches-Fieber-Virus und das FSME-Virus (BEN et al. 2019; BIERNAT et al. 2014;
DWUZNIK et al. 2019; ECKERT et al. 2005; FOLDVARI et al. 2016; HUBALEK et al. 1996;
KARBOWIAK 2014; PFAFFLE et al. 2015).
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1. Material und Methoden

1. Sammelstellen

Nagetiere und wirtsuchende Zecken wurden von 2015 bis 2017 an vier Standorten in der Umgebung
von Leipzig, Sachsen, Deutschland, beprobt. Die Standorte waren zuvor beschrieben, untersucht und
benannt worden ("E", "F", "H1" und "H2") (SILAGHI et al. 2012b). Die Fundstellen E (51°15'36.5"N,
12°21'00.4"E) und F (51°17'00.9”"N, 12°21'02.8"E) liegen im Osten und Norden des Sees "Cospuden",
der aus einem ehemaligen Braunkohleabbaugebiet kiinstlich angelegt wurde. Die Fundstellen gehdren
zum sidlichen Auwald und behausen u.a. das Reh (Capreolus capreolus) und das Wildschwein (Sus
scrofa). Die typischen Baumarten der Region sind u.a. die Stiel-Eische, die Gemeine Esche, die Feld-
Ulme, der Berg- und Spitz-Ahorn sowie die Winter-Linde und die Hainbuche (https://www.leipziger-
auwald.de/front_content.php?idcat=3&lang=1). Die Region zdhlt zudem als ein Erholungs- und
Tourismusgebiet (https://www.bfn.de/bedeutsame-landschaft/leipziger-neuseenland). Die Flachen H1
(51°18'14,6"N, 12°24’41,4"E) und H2 (51°17'35,5"N, 12°24'07,5"E) sind ebenfalls eine renaturierte
Flache und Teile des Stadtparks "L063nig-Dolitz", der ebenfalls eine renaturierte Flache ist und auf einer
ehemaligen Mullkippe angelegt wurde. Dominierende Baumarten an diesen Fundstellen sind die Stiel-
Eiche, die Gemeine Esche, die Silberweide, die Schwarzerle, der Berg-Ahorn, die Sand-Birke, die
Rosskastanie und der Feld-Ahorn  (https://www.leipzig.de/lumwelt-und-verkehr/umwelt-und-
naturschutz/baeume-und-baumschutz/baumkataster/). Der Stadtparks "L6Rnig-Délitz* wird auch oft zu
Erholungszwecken besucht (https://www.leipzig.de/freizeit-kultur-und-tourismus/parks-waelder-und-

friedhoefe/parks-und-gruenanlagen/erholungspark-loessnig-doelitz/).

2. Probensammlung, Feldarbeit

2.1 Kleinsauger-Fang und saugende Zecken

Der Kleinsdugerfang fand in den Monaten April bis Oktober 2015, Mai bis November 2016 und Marz
bis Oktober 2017 statt (Offizielle Fang-Genehmigungen: 364.620/30/6/2, 36.11-36.45.12/4/12-0001-
MA). Finfundzwanzig Sherman®© Lebendtierfallen (H. B. Sherman Traps Inc., Tallahassee, FL,
USA) wurden an zwei aufeinanderfolgenden Nachten im Monat an jedem Standort zur gleichen Zeit
aufgestellt. Als Koder wurden Apfelscheiben und als Isolationsmaterial Heu verwendet. Die Fallen
wurden zweimal taglich kontrolliert; gefangene Nager wurden an Ort und Stelle mit CO; betdubt und
durch zervikale Dislokation euthanasiert. Die Nagetiere wurden morphologisch anhand des
taxonomischen Schlussels (STRESEMANN 1995) identifiziert und im Labor seziert. Von jedem
Nagetier wurden saugende Zecken, Haut- und Milzproben enthommen und bis zur weiteren

Verarbeitung bei -80 °C gelagert.
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2.2 Wirtsuchende Zecken

Wirtsuchende Zecken wurden gleichzeitig bei jeder Nagetierfangaktion mit der Flaggmethode
gesammelt. Daflr wurde die Vegetation eines bestimmten Areals in der Nahe der Fangstellen mittels
einer Flagge (1m? Baumwolltuch befestigt auf einem Holzstab) gestreift. Die Flagge wurde alle 2,5m
umgedreht, bis eine Flache von 100m? erreicht wurde. Die Zecken wurden dann von der Flagge mit
einer Pinzette entfernt und in einem Rohrchen aufbewahrt. Auch sie wurden bei -80 °C bis zur
morphologischen Identifizierung (SIUDA 1993) und weiteren Analyse gelagert.

3. Molekularbiologische Untersuchungen
3.1 DNA-Extraktion aus Nagetieren und Zecken

Fur die DNA-Extraktion wurden 0,6 g sterile Keramikkigelchen (GréRe 1,4 mm, Peglab
Biotechnologie, Erlangen, Deutschland) und 500 pl PBS zu jeder Nagerprobe gegeben. Fir Zecken
wurde 1 g Stahlperlen (GroRe 2,8 mm) anstelle der Keramikperlen verwendet. Die Proben wurden dann
bei 5500x rpm fur 3 x 15 s mit 10 s Pausenintervallen in einem Precellys®24 Gewebehomogenisator
(Bertin Technologies, Montigny Le Bretonneux, Frankreich) homogenisiert. Aus finanziellen Griinden
wurden nicht alle Zecken fur die weitere Analyse ausgewahlt. Bis zu funf suchenden Zecken pro
Zeckenart, Sammelstelle, Monat und Jahr wurden zuféllig ausgewéhlt. Saugende Zecken wurden
ebenfalls ausgewahlt, wobei bis zu fiinf saugenden Exemplaren pro Kleinsaugerart (bis zu 30
Wirtsindividuen pro Nagetierart, pro Monat und Sammelstelle) hinzukamen. Saugende Larven wurden
entsprechend der Auswahlkriterien in Pools von bis zu 5 Individuen weiter untersucht. Die DNA wurde
mit einem QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden, Deutschland) gemaR dem empfohlenen Protokoll
des Herstellers extrahiert, gefolgt von quantitativen und qualitativen Messungen mit einem
Spektrophotometer (NanoDrop® 2000c, Thermo Fisher Scientific, Waltham, Ma, USA).

3.2PCR

Alle DNA-Proben wurden auf das Vorhandensein von A. phagocytophilum, Babesia spp., Bo.
burgdorferi (s.1.), N. mikurensis und Rickettsia spp. mittels real-time und/oder konventioneller PCR
untersucht. Proben, die positiv flir Bo. burgdorferi (s.l.) waren, wurden zusétzlich mittels Multi-Locus-
Sequenztypisierung (MLST) bearbeitet. Alle Proben wurden auBerdem auf Bartonella spp. und
Hepatozoon spp. untersucht. Details zu den verwendeten PCR-Protokollen sind in Tabelle 1 und im
Anhang dargestellt. Fir den Nachweis von Hepatozoon spp. wurde das initiale Annealing auf 52 °C
geandert. Alle Babesia-positiven Proben (n = 3) und eine zufallig ausgewahlte Anzahl von Proben, die
positiv fur Bartonella spp. (n = 23), Hepatozoon spp. (n = 12), Borrelia spp. (n = 6) und Rickettsia spp.
(n = 44; Tabellen 4, 7, 9) waren, wurden kommerziell sequenziert (Interdisziplindres Zentrum flr
Klinische Forschung, Leipzig, Deutschland). Die Ergebnisse wurden mit Bionumerics v.7.6.1 (Applied

Maths Inc., Austin, TX, USA) aligniert und mit in GenBank vertffentlichten Sequenzen mittels
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BLASTN verglichen. Neue allelische Kombinationen wurden in der Borrelia spp. MLST Datenbank

unter den Sequenztypen ST 787-792 registriert.

Tabelle 1. PCR Protokolle fiir die Untersuchung auf Zecken-tibertragenen Pathogenen in
verschiedenen Geweben von Nager und Zecken.

PCR Primer . s a5 Qen_
Pathogen typ Name Primer/Probe Sequenz 5’-3 (Grgg)e in Referenz
Anablasma ApMsp2f  ATGGAAGGTAGTGTTGGTTATGGTATT
b OC‘;tO [ — ApMsp2r TTGGTCTTGAAGCGCTCGTA msp2 COURTNEY et al.
phagocytop AoMsn2 FAM-TGGTGCCAGGGTTGA amn 2004
pMISp<p GCTTGAGATTG-BHQL
. BJ1 GTCTTGTAATTGGAATGATGG 18S rRNA
Babesia spp. K BN2 TAGTTTATGGTTAGGACTACG (411-457) ~ CASATIetal. 2006
Ba325s CTTCAGATGATGATCCCA 165-23S
Bartonella spp. K AGCCTTCTGGCG rRNA (ITS)  MAGGI et al. 2006
Ball00as  GAACCGACGACCCCCTGCTTGCAAAGC  (453-780)
FlaFla AGCAAATTTAGGTGCTTTCCAA pa1
BT FlarR1 GCAATCATTGCCATTGCAGA (96) SCHWAIGER et al.
ElaProbel FAM-TGCTACAACCTCATCTG 2001
TCATTGTAGCATCTTTTATTTG-BBQ
CpIAF1255 AAAGATAGATTTCTTCCAGAC clpA (579)
cplAR2104 GAATTTCATCTATTAAAAGCTTTC P
clpXF403 GCTGCAGAGATGAATGTGCC cloX (624)
clpXR1124 GATTGATTTCATATAACTCTTTTG P
nifF1 ATGGATTTCAAACAAATAAAAAG nifs (564)
Borrelia nifR719 GATATTATTGAATTTCTTTTAAG
burgdorferi (s.1.) pepXF449 TTATTCCAAACCTTGCAATCC
VLsre  PEPXRILIS GTTCCAATGTCAATAGTTTC pepX (570) Zooﬁ;E\?vﬁhAGegta;i
pyrF448 GATTGCAAGTTCTGAGAATA (G (603) S ol4 :
pyrR1154 CAAACATTACGAGCAAATTC Py
recFo17 CCCTTGTTGCCTTGCTTTC recG (651)
recR1658 GAAAGTCCAAAACGCTCAG
rplfF40 TGGGTATTAAGACTTATAAGC (pIB (624)
rpIR760 GCTGTCCCCAAGGAGACA P
WIFL434  GAAATTTTAAAGGAAATTAAAAGTAG /1 (570)
uvrR2111 CAAGGAACAAAAACATCTGG
NM"‘SOEL CCTTGAAAATATAGCAAGATCAGGTAG
NMikGroEL w JAHFARI et al. 2012,
Neoehrlichia RT revl CCACCACGTAACTTATTTAGCACT G groEL SILAGHI et al.
mikurensis NM'r"eSEOEL CCACCACGTAACTTATTTAGTACTAAAG (99) 2012¢
NMikGroEL FAM-CCTCTACTAATTATTGCT
-P2a GAAGATGTAGAAGGTGAAGC-BHQL
Hep-1f CGCGAAATTACCCAATT CRIADO-
Hebatozoo s K 18SrRNA  FORNELIO etal.
P Pp- Hep-2r CAGACCGGTTACTTTYAGCAG (660) 2006, INOKUMA et
al. 2001
Pan Rick ATAGGACAACCGTTTATTT
gltA 2 for
RT gﬁ’f‘: F;'f:v CAAACATCATATGCAGAAA 9(]%‘ WOLFEL et al. 2008
Rickettsia spp. Pan Rick 6FAM-CCTGATAATTCGTTA
gltA_3taq GATTTTACCG-TMR
120-2788 AAACAATAATCAAGGTACTGT OmpB
a
K 120-3599 TACTTCCGGTTACAGCAAAGT (811) ROUX etal. 2000

& nur ausgefihrt bei positivem real-time PCR Befund.
Abkiirzungen: K, konventionelle PCR; RT, real-time PCR; MLST, multi locus sequence typing
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4. Statistische Auswertung
Die Konfidenzintervalle (95% CI) fiir die Pravalenz der Erreger wurden mit der modifizierten Wald-
Methode unter Verwendung von GraphPad Prism v.4 (Graph Pad Software, San Diego, CA, USA)
ermittelt. Chi-Quadrat- und Fisher’s Exakt-Test wurden verwendet, um die Pravalenzwerte zwischen
den Jahren, Erregern und Zecken zu vergleichen. Die Signifikanzgrenze wurde auf p = 0,05
festgelegt. Die Pravalenzwerte flr saugende Larven sind als MIR (minimale Infektionsrate) angegeben,
da diese gepoolt wurden. Die Vergleichbarkeit mit den Daten aus den friiheren Studien wurde dadurch
sichergestellt, dass die Sammelstellen sowie die Sammel-, Aufbewahrungs- und Bearbeitungsmethoden

gleichgeblieben sind.



IV. Ergebnisse 21

Ergebnisse

Die Ergebnisse der Studie wurden bereits Veroffentlicht (Galfsky et al. 2019; doi:
10.1186/s13071-019-3382-2).

Gefangene Nagetiere und ihre saugenden Zecken

Insgesamt wurden 165 Nagetiere gesammelt, die zu vier Arten gehdrten (berwiegend M. glareolus,
63,0 %, KI: 55,4-70,0 %, n = 104; gefolgt von A. flavicollis, 35,8 %, KI. 28,8-43,3 %, n = 59; und zwei
anderen, A. agrarius, n = 1 und A. terrestris, n = 1; Tabelle 2). Insgesamt wurden an 122 Nagetieren
von drei Arten (A. agrarius, n = 1; A. flavicollis, n = 42; M. glareolus, n = 79) insgesamt 1.256 saugende
Zecken gefunden. Es wurden nur zwei Zeckenarten nachgewiesen, 1. ricinus (92,7%, CI: 91,1-94,0%,
n = 1.164) und D. reticulatus (7,3%, Cl: 6,0-8,9%, n = 92). Wahrend I. ricinus auf drei Nagerarten
parasitierte [A. agrarius (n = 1), A. flavicollis (n = 42) und M. glareolus (n = 69)], befiel D. reticulatus
ausschlieBlich M. glareolus (n = 22). An den kleinen S&ugetieren wurden nur Larven und Nymphen
beobachtet. Bei I. ricinus bildeten die Larven die Mehrheit (93,6 %, Kl: 92,1-94,9 %, n = 1.090),
wahrend Nymphen selten waren (6,7 %, Kl: 5,1-7,9 %, n = 74). Bei D. reticulatus waren jedoch die
Nymphen (90,2 %, Cl: 82,2-95,0 %, n = 83) haufiger als die Larven (9,8 %, CI: 5,0-17,8 %, n = 9). Die
maximale Befallsrate auf Nagetieren betrug 135 Zecken pro Wirt (M. glareolus) mit einem Mittelwert
von 7,6 (SD=16,43).

Insgesamt wurden 455 Zecken fiir die weitere PCR-Analyse zur Untersuchung auf zeckeniibertragene
Krankheitserreger ausgewdhlt, darunter 231 1. ricinus (207 Larven und 24 Nymphen) von 64 M.
glareolus, 164 I. ricinus (135 Larven und 29 Nymphen) von 41 A. flavicollis und 60 D. reticulatus (9
Larven, 51 Nymphen) von 15 M. glareolus (Tabelle 2). Insgesamt wurden 351 Larven in 113 Pools
getestet: 342 1. ricinus-Larven in 108 Pools und 9 D. reticulatus-Larven in 5 Pools. Bei den suchenden
Zecken wurden insgesamt 194 1. ricinus und 26 D. reticulatus fur weitere molekulare Untersuchungen

ausgewahlt.

Wirtsuchende Zecken

Insgesamt wurden 577 Zecken, die zu zwei Arten gehdren, in der Vegetation gesammelt: 1. ricinus war
haufiger (94,8 %, Cl: 92,6-96,3 %, n = 547) als D. reticulatus (5,2 %, ClI: 3,6-7,3 %, n = 30, Tabelle 2)
vertreten. Das am hadufigsten gesammelte Entwicklungsstadium bei 1. ricinus waren Nymphen (68,9%,
Cl: 64,9-72,7%, n = 377), gefolgt von Adulten (24,9%, CI: 21,4-28,7%, n = 136) und Larven (6,2%,
Cl: 4,5-8,6%, n = 34). Im Falle von D. reticulatus wurden in den Jahren 2016 und 2017 ausschlieBlich

adulte Zecken gesammelt (Tabelle 2).
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Tabelle 2. Zahlen der gesammelten und ausgewé&hlten Nager, saugende und geflaggte Zecken. 2015-

2017.
2015
Spezies M Total
M Total M Total M Total
Nagertiere
A. flavicollis 17 17 15 15 27 27 59 59
A. agrarius - - 1 1 - - 1 1
A. terrestris 1 1 - - - - 1 1
M. glareolus 55 55 31 31 18 18 104 104
Total 73 73 a7 a7 45 45 165 165
saugende
Zecken
I. ricinus 158 295 97 231 140 638 395 1164
Larvae 144 271 81 212 117 607 342 1090
Nymph 14 24 16 19 23 31 53 74
D. reticulatus 17 33 23 35 20 24 60 92
Larvae 3 3 - - 6 6 9 9
Nymph 14 30 23 35 14 18 51 83
Total 175 328 120 266 160 662 455 1256
geflaggte
Zecken
I. ricinus 58 299 31 42 105 206 194 547
Larvae 7 13 - - 20 21 27 34
Nymph 25 214 2 13 50 150 77 377
Mannchen 11 31 18 18 21 21 50 70
Weibchen 15 41 11 11 14 14 40 66
D. reticulatus - - 5 9 21 21 26 30
Méannchen - - 1 3 5 5 6 8
Weibchen - - 4 6 16 16 20 22
Total 58 299 36 51 126 227 220 577

Abkiirzung: M, ausgewahlt fur molekulare Untersuchung
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PCR-Ergebnisse fur Nagetiere

Mindestens einer der 7 getesteten Erreger wurde in 156 von 165 Nagetieren nachgewiesen (94,5 %, Kl:
89,8-97,2 %). Keine der Proben wurde positiv auf A. phagocytophilum oder Babesia spp. getestet.
Apodemus agrarius (n = 1) war negativ fiir alle getesteten Erreger und A. terrestris (n = 1) war
ausschlieRlich positiv fir N. mikurensis (100%, n = 1; Tabelle 3). Myodes glareolus (n = 104) und A.
flavicollis (n = 59) waren mit mindestens einem der getesteten Erreger in gleichem MaRe infiziert,
namlich 96,2 bzw. 93,2 % (P = 0,462). Die Pravalenzwerte fr die getesteten Erreger unterschieden sich
signifikant (y2= 128,132, df =4, P < 0,001), wobei Bartonella spp. der am haufigsten nachgewiesenen
Erreger war (78,2 %), gefolgt von N. mikurensis (58,2 %), Bo. burgdorferi s.1. (49,1 %), Rickettsia spp.
(29,1 %) und Hepatozoon spp. (24,2 %) (Tabelle 3). Paarweise Vergleiche fiir die Pravalenz zwischen

den Jahren ergaben keine signifikanten Unterschiede.

DNA von Bartonella spp., Bo. burgdorferi (s.l.) und Rickettsia spp. wurde nur bei zwei Nagetierarten,
A. flavicollis und M. glareolus, ohne signifikante Unterschiede in der Prévalenz (P = 0,842, P = 0,745
bzw. P = 0,721) festgestellt (Tabelle 3). Hepatozoon spp. war der einzige Erreger, der signifikant
héaufiger (P < 0,0001) in M. glareolus (34,6 %) als in A. flavicollis (6,8 %) vorkam. Neoehrlichia
mikurensis wurde bei drei Nagerarten nachgewiesen, allerdings ohne signifikante Unterschiede in den
Prdvalenzraten beziiglich der Nagerarten (y2= 0,754, df = 2, P = 0,686). Die Pravalenzraten fur N.
mikurensis (P = 0,0003) und fir Bo. burgdorferi (s.1.) (P < 0,0001) waren bei Mannchen signifikant
hoher als bei Weibchen von M. glareolus (77. 1%, CI: 63,3-86,9%, n = 37 vs. 41,1%, Cl: 52,5-82,6%,
n =23; und 72,9%, CI: 58,9-83,5%, n = 35 vs. 32,1%, Cl: 21,4-45,2%, n = 18).

Tabelle 3. Pravalenz zecken-Ubertragener Pathogene in Nagertieren, 2015-2017.

Prévalenz (Zahl positive Nager) [95% CI]

Nagerart Bo. . . . .
Bartonella spp. burgdorferi N. mikurensis Rickettsia spp. Hepatozoon spp.
A. flavicollis 78% (46) 47.5% (28) 59.3% (35) 27.1% (16) 6.8% (4)
(n=59) [65.7-86.8] [35.3-60] [46.6-70.9] [17.4-39.7] [2.2-16.6]
A. agrarius
(n=1) 0 0 0 0 0
A. terrestris 100% (1)
(n=1) 0 0 [16.8-100] 0 0
M. glareolus 79.8% (83) 51% (53) 57.7% (60) 30.8% (32) 34.6% (36)
(n=104) [71-86.5] [41.5-60.4] [48.1-66.8] [22.7-40.2] [26.6-44.2]
Total 78.2% (129) 49.1% (81) 58.2% (96) 29.1% (48) 24.2% (40)
(n = 165) [71.3-83.8] [41.6-56.7] [50.6-65.4] [22.7-36.5] [18.3-31.3]

Alle Proben wurden negativ fiir A. phagocytophilum und Babesia spp. getestet
Abkiirzung: 95% Cl, 95% confidence interval
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Die Sequenzierung von zuféllig ausgewéhlten Nagetierproben (n = 40; Tabelle 4) ergab das
Vorhandensein von Bartonella taylorii (n = 1), unkultivierten Bartonella sp. (n = 5), Hepatozoon sp.
BT-2014 Isolat DB2382 (n = 11), Hepatozoon sp. Klon PCE165 (n = 1), R. raoultii (n = 7), R. helvetica
(n =9) und Bo. afzelii (n = 6).

Tabelle 4. Ergebnisse der Sequenzierung ausgewahlter Nager Proben (n=40), 2015-2017.

Minimal
Pathogen identity ﬁjeanBank Probe n
(%)

Bartonella taylorii 99 AJ269784 A. flavicollis 1
100 A. flavicollis 1
Uncultured Bartonella 95 MF039571 M. glareolus 2
99 DQ155380 M. glareolus 2
99 CP009058  A. flavicollis 1
Borrelia afzelii 100 CP018262 M. glareolus 4
100 JX971363 M. glareolus 1
Hepatozoon sp. BT-2014 isolate DB2382 99 KJ408528 ﬁ/i flavicollis L
. glareolus 10
Hepatozoon sp. clone PCE165 99 KX776354 M. glareolus 1
Rickettsia raoultii 99 CP019435 M. glareolus 1
99 MF002527 M. glareolus 6
. . . A. flavicollis 2

Rickettsia helvetica 99 KU310591
M. glareolus 7

& Accession-Nummer der Sequenz mit der hochsten Ahnlichkeit aus GenBank
Abkilrzung: n, gibt an wie viele Proben sequenziert wurden.

Co-Infektionen bei Nagetieren (Tabelle 5) waren sehr haufig und lagen bei 122 Kleinséugern vor (73,9
%, KI. 66,7-80,1 %). Dreifach-Koinfektionen waren die hdaufigsten und vielfaltigsten mit 9
verschiedenen Erregerkombinationen, die bei 50 Nagetieren nachgewiesen wurden. Die héufigste Co-
Infektion (n = 25) war Bartonella spp. + N. mikurensis + Bo. burgdorferi (s.l.). Doppelinfektionen mit
einer Vielzahl von 7 verschiedenen Erregerkombinationen wurden bei 44 Nagetieren nachgewiesen.
Drei Kombinationen von Vierfachinfektionen traten bei 18 Kleinsaugern auf, wéhrend eine Finffach-

Koinfektionen bei 10 Nagetieren vorhanden waren.
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Tabelle 5. Co-Infektionen bei Nagetieren, 2015-2017.

Zahl der
le?ellgt?gncég- Bartonella N. Bo. . ; e
(n=122) spp. mikurensis  burgdorferi Rickettsia spp. - Hepatozoon spp. |nr1:;|kttic(:)?1-en
(s.l)

Funffach (n = 10) + + + + 10
+ + + - 9

Vierfach (n = 18) + + + - * 7
+ + - + + 2

+ + + - - 25

- + + - + 6

+ + - + - )

- + + + - 4

Dreifach (n = 50) + - + - + 3
+ - + + - 2

+ _ . + 2

+ + - - + 2

- - + + + 1

" " i : . 17

+ ) + - - 10

+ - - + ) 9

Doppel (n = 44) - + + - - 3
_ _ _ + + 2

+ - ; - + 2

- + - + - 1

+, vorhanden; -, nicht vorhanden

4. PCR-Ergebnisse fir saugende Zecken

Insgesamt wurden 4 von 7 getesteten Erregern nachgewiesen. Anaplasma phagocytophilum,
Hepatozoon spp. und Babesia spp. wurden nicht nachgewiesen. Insgesamt lag die MIR fiir mindestens
einen der vier nachgewiesenen Erreger flr Larven bei 62,8 % (CI: 53,6-71,2 %) und die allgemeine
Préavalenz fir Nymphen bei 75 % (CI: 65,8-82,4 %). Borrelia burgdorferi (s.l.) wurde jedoch nur in I.
ricinus-Zecken nachgewiesen, wahrend N. mikurensis, Bartonella spp. und Rickettsia spp. sowohl in I.
ricinus als auch in D. reticulatus registriert wurden (Tabelle 6). Neoehrlichia mikurensis wurde in D.
reticulatus Nymphen (9,8 %), 1. ricinus Larven (7,4 %) und Nymphen (17,4 %; Tabelle 6) gefunden.
Bartonella spp. wurde in allen untersuchten Lebensstadien und Zeckenarten mit &hnlichen
Pravalenzraten (32-40 %) nachgewiesen. Rickettsia spp. war signifikant der am haufigsten
nachgewiesenen Erreger in beiden Zeckenarten, D. reticulatus (73,2%; y2= 48,963, df =2, P < 0,001)
und 1. ricinus (46,1%; x2= 55,312, df = 3, P < 0,001). Die Préavalenz fur Rickettsia spp. war bei D.
reticulatus signifikant héher (fast 3-fach) als bei I. ricinus beziglich der Nymphen (P < 0,0001).

Statistische Unterschiede in der Pravalenz von Zecken-ibertragenen Pathogenen wurden nur fir
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Rickettsia spp. in Bezug auf 1. ricinus-Nymphen festgestellt, die an M. glareolus (58,3 %, CI: 28,8-75,6
%) und an A. flavicollis (3,4 %, CI: 0-18,7 %) saugten (P = 0,0005). Es gab keine statistischen
Unterschiede in den Prévalenzwerten fir verschiedene Erreger zwischen den Jahren, mit Ausnahme
von Bartonella spp., die 2016 am héchsten und 2015 am niedrigsten war (43,7%; ¥2= 6,389, df =2, P
=0,04).

Tabelle 6. Pravalenz zecken-tbertragener Pathogene in ausgewé&hlten saugenden Zecken, 2015-2017.

. Prévalenz (Zahl positive Zecken) [95% CI]
Ausgewéhlte

Zeckenart i
eCkenart  Zecken (pools) ~ BO- burgdorferi Bartonella spp. N. mikurensis Rickettsia spp.
(s.1)
I. ricinus
9.3% (10) 32.4% (35) 7.4% (8) 40.7% (44)
a
Larvae 342 (108) [4.9-16.4] [24.3-41.7] [3.6-14.1] [31.9-50.2]
11.3% (6) 32.1% (17) 17% (9) 28.3% (15)
Nymphs 53 [4.9-22.9] [21.0-45.5] [9.0-29.51] [17.9-41.7]
D. reticulatus
40% (2) 20% (1)
a
Larvae 9 0) 0 [11.6-77.1] 0 [2.0-64.0]
35.3% (18) 9.8% (5) 78.4% (40)
Nymph 1
ympns S 0 [23.6-49.1] [3.8-21.4] [65.2-87.7]

Alle Proben wurden negativ fiir Babesia spp., Hepatozoon spp. und Anaplasma phagocytophilum getestet.
2 Prévalenz fiir Larven wurde n als MIR berechnet.
Abkirzung: 95% CI, 95% confidence interval

Weitere Untersuchungen von willkirlich ausgewahlten Rickettsia-positiven (n = 8) und Bartonella-
positiven (n = 17) Proben (Tabelle 7) ergaben das Vorhandensein folgender Spezies: R. helvetica (n =
5; 5 I. ricinus-Larvenpools), R. monacensis (n = 1; 1 I. ricinus-Larvenpool), unkultivierte Rickettsia sp.
(n=2; 1 1. ricinus- und 1 D. reticulatus Larvenpool) sowie Ba. grahamii (n = 4; 1 I. ricinus und 1 D.
reticulatus Larvenpool, 2 D. reticulatus Nymphen), Ba. taylorii (n =5; 2 I. ricinus und 1 D. reticulatus
Larvenpool, 1 I. ricinus und 1 D. reticulatus Nymphe), Ba. doshiae (n = 1; 1 I. ricinus Larvenpool),
Bartonella sp. 15AZ DNA (1 I. ricinus Nymphe), Bartonella sp. N40 (n = 4; 2 1. ricinus und 2 D.

reticulatus Nymphen) und unkultivierte Bartonella spp. (n = 2; 2 I. ricinus Nymphen).
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Tabelle 7. Ergebnisse der Sequenzierung ausgewahlter saugenden Zecken Proben (n = 25), 2015-
2017.

Minimal

Pathogen identity IGDeanBank Probe n
(%)

Bartonella doshiae 97 AJ269786 l. ricinus 1
.. l. ricinus 1
Bartonella grahamii 100 CP001562 D. reticulatus 3
.. l. ricinus 3
Bartonella taylorii 99 AJ269788 D. reticulatus 5
l. ricinus 2
Bartonella sp. N40 97 AJ269787 D. reticulatus 5
Bartonella sp. 15AZ DNA 99 LN847263 I. ricinus 1
100 DQ155379 . ricinus 1
Uncultured Bartonella 100 KX267692 I ricinus 1
. . . 99 KU310591 . ricinus 3
Rickettsia helvetica 99 KT835126  I. ricinus 2
Rickettsia monacensis 100 KU961543 l. ricinus 1
Uncultured Rickettsia 95 KX591658 . r|C|r.1us 1
D. reticulatus 1

& Accession-Nummer der Sequenz mit der hochsten Ahnlichkeit aus GenBank
Abkirzung: n, gibt an wie viele Proben sequenziert wurden.

Co-Infektionen wurden nur fur Nymphen untersucht, da die Larvenproben gepoolt wurden. VVon 104
untersuchten Nymphen waren 29 (27,9% KI: 20,1-37,1%) mit mindestens 2 Erregern koinfiziert. Es
gab nur eine Erregerkombination fiir Dreifachinfektionen (Neoehrlichien + Rickettsien + Bartonellen),
die bei 6 Zecken auftrat. Doppelinfektionen traten bei 23 Zecken mit funf verschiedenen
Kombinationen von Erregern auf (15x Rickettsia spp. + Bartonella spp.; 3x Bo. burgdorferi +
Bartonella spp.; 3x N. mikurensis + Bartonella spp.; 1x N. mikurensis + Rickettsia spp.; und 1x Bo.

burgdorferi + N. mikurensis).

PCR-Ergebnisse flr suchende Zecken

DNA von mindestens einem der getesteten Erreger wurde in 63 von 220 Zecken gefunden (28,6%, CI:
23,1-35,0%). Alle Proben waren negativ fur Hepatozoon spp., Bartonella spp. und A. phagocytophilum.
Ixodes ricinus-Zecken waren positiv flir 4 von 7 Erregern mit signifikant unterschiedlichen Pravalenzen
(x2= 14,841, df = 3, P = 0,002); die hochste wurde fiir Rickettsia spp. beobachtet (10,3%), gefolgt von
N. mikurensis (8,3%), Bo. burgdorferi (s.l.) (7,2%) und Babesia spp. (1%) (Tabelle 8). Dermacentor
reticulatus wurde nur auf zwei Erreger positiv getestet (Tabelle 8), wobei Rickettsia spp. (76,9 %)
signifikant haufiger (iber 20-mal) als Babesia spp. (3,8 %) vorkamen (P < 0,0001). Die Pravalenz fur
Rickettsia spp. war bei D. reticulatus signifikant hoher (fast 7,5-fach) als bei I. ricinus (P < 0,0001).
Ein statistischer Unterschied in den Pravalenzraten flir verschiedene Erreger zwischen den Jahren wurde
nur fir Bo. burgdorferi festgestellt, der im Jahr 2015 im Vergleich zu den Jahren 2016 und 2017 am
hdchsten war (2= 7,363, df =2, P =0,03).



28 IV. Ergebnisse

Tabelle 8. Pravalenz zecken-ubertragener Pathogene in ausgewahlten suchenden Zecken, 2015-2017.

Pravalenz (Zahl positive Zecken) [95% CI]

Zeckenart . i . . . .
Babesia spp. Bo. blésr%(;orfe“ N. mikurensis Rickettsia spp.
N _ 1.0% (2) 7.2% (14) 8.3% (16) 10.3% (20)
. ricinus (n = 194) [0-3.9] [4.3-11.8] [5.1-13.1] [6.7-15.5]
0, 0,
D. reticulatus (n = 26) 3{082/((’)(;]) 0 0 556794)8%2%
_ 1.4% (3) 6.4% (14) 7.3% (16) 18.2% (40)
Total (n =220) [0.3-4.1] [3.8-10.5] [4.5-11.6] [13.6-23.8]

Alle Proben wurden negativ fur Hepatozoon spp., Bartonella spp., Anaplasma phagocytophilum.
Abkirzung: 95% Cl, 95% confidence interval

Zuféllig ausgewahlte Rickettsia-positive Proben (n = 20) und alle Babesia-positiven Proben (n = 3)
wurden weiter sequenziert (Tabelle 9). Rickettsia helvetica (n = 10) wurde in I. ricinus gefunden,
wahrend R. raoultii (n = 10) in D. reticulatus gefunden wurde. Beziglich der Babesien wurden drei
Spezies nachgewiesen: B. capreoli (n = 1) in D. reticulatus, sowie B. microti (h = 1) und B. venatorum
(n=1)in I ricinus.

Tabelle 9. Ergebnisse der Sequenzierung ausgewahlter suchenden Zecken Proben (n = 23), 2015-
2017.

Minimal

Pathogen identity IG[;nBank Probe n
(%)

Babesia capreoli 100 KX839234  D. reticulatus 1
Babesia microti 99 KX591647 . ricinus 1
Babesia venatorum 99 MG052939  |. ricinus 1
Rickettsia raoultii 99 MF002527  D. reticulatus 10
Rickettsia helveti 99 KU310591 . ricinus 7

Icketisia helvetica 99 KT835126 I. ricinus 3

& Accession-Nummer der Sequenz mit der hochsten Ahnlichkeit aus GenBank
Abkirzung: n, gibt an wie viele Proben sequenziert wurden.

Co-Infektionen bei suchenden Zecken waren selten: Sie waren nur bei 8 Zecken vorhanden (3,6 %, KI:
1,7-7,1 %). Die meisten davon traten bei I. ricinus auf (n = 7). Doppelinfektionen waren am haufigsten
(n = 6), mit drei verschiedenen Erregerkombinationen (3x Bo. burgdorferi + Rickettsia spp., 2x N.
mikurensis + Rickettsia spp. und 1x Babesia spp. + Rickettsia spp.). Dreifache Co-Infektionen wurden
nur in 2 Fallen beobachtet: bei D. reticulatus und 1. ricinus Zecken, mit 2 verschiedenen
Erregerkombinationen (1x Bo. burgdorferi + N. mikurensis + Babesia spp. und 1x N. mikurensis + N.

mikurensis + Rickettsia spp.).

Die Pravalenz fur Rickettsia spp. war bei saugenden Zecken im Vergleich zu Nagetieren und suchenden
Zecken signifikant hoher (y2= 40,082, df = 2, P < 0,001). Borrelia burgdorferi, N. mikurensis,

Bartonella spp. und Hepatozoon spp. waren in Nagetieren haufiger als in suchenden und saugenden
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Zecken (x2=141. 338, df =2, P <0,001; 2= 170,022, df =2, P <0,001; x2= 259,132, df =2, P < 0,001;
und y2= 113,48, df =2, P <0,001; jeweils; Tabellen 3-6). Allerdings waren 7 Larvenpools/Nymphen,
die an nicht infizierten Nagetieren gesaugt haben, positiv fur Bartonella spp.

Vergleich der vorliegenden Ergebnisse mit friheren Studien

Die Ergebnisse dieser Studie wurden mit Ergebnissen verglichen, die in den Jahren 2009-2014 an
denselben Standorten gewonnen wurden (OBIEGALA et al. 2014; 2015; 2016; 2017; SILAGHI et al.
2012b; 2012c; 2016b). Hinsichtlich der Anzahl und Vielfalt der gefangenen Kleinsduger ist ein
abnehmender Trend erkennbar. In der Vergangenheit wurden insgesamt 10 Kleinsdugerarten gefangen,
wahrend in der vorliegenden Studie nur 4 Nagerarten gefunden wurden. AuBerdem waren die Arten der
saugenden Zecken in den fruheren Untersuchungen vielféltiger, da auch I. trianguliceps und nicht
identifizierte Dermacentor- und Ixodes-Zecken gefunden wurden. In der vorliegenden Studie fehlte A.
phagocytophilum in jeder Art von untersuchten Proben, wahrend es zuvor in kleinen Sdugetieren,
suchenden und saugenden Zecken nachgewiesen worden war (OBIEGALA et al. 2014; SILAGHI et al.
2012b). Nagetiere und saugende Zecken waren ebenfalls Babesien-negativ, wéhrend sie zuvor positiv
gewesen waren (OBIEGALA et al. 2015; SILAGHI et al. 2012b). Bei suchenden Zecken ging die
Préavalenz fiir Babesia spp. in 1. ricinus von 4,1 % im Jahr 2009 auf 1 % in der vorliegenden Studie
leicht zuriick (P = 0,0359) (SILAGHI et al. 2012b). In dieser Untersuchung wurde jedoch zusétzlich
DNA von Babesien in suchenden D. reticulatus gefunden. In der vorliegenden Studie wurde Bo.
burgdorferi (s.l.) in suchenden Zecken (auch nur in 1. ricinus) nachgewiesen, wobei es keine
statistischen Unterschiede zur friiheren Untersuchung (OBIEGALA et al. 2017) gab; allerdings war die
derzeitige Prévalenz in Kleinsaugern (49,1 %) deutlich hoher als in der Vergangenheit (31,2 %) (P <
0,0001). Borrelia burgdorferi (s.l.) in saugenden Zecken war in den bisherigen Untersuchungen nicht
getestet worden. Die Pravalenz flr Rickettsia spp. in suchenden, saugenden Zecken und kleinen
Saugetieren scheint Uber die Jahre stabil zu sein, da sie in der Vergangenheit dhnlich war (OBIEGALA
etal. 2016b; OBIEGALA et al. 2017). Die Infektionsraten von N. mikurensis scheinen anzusteigen. Die
Préavalenz aus dieser Untersuchung war signifikant hoher als in der letzten Studie (OBIEGALA et al.
2014) bei kleinen Saugetieren (41,2 vs 58,2 %, P = 0,0003) und die Préavalenz fur saugende Zecken
schwankte in der Vergangenheit zwischen 1,9 und 9,8 %, wéhrend jetzt die durchschnittliche MIR fiir
Larven 7,1 % und die durchschnittliche Pravalenz fir Nymphen 13,5 % betrug. Bartonella spp. blieb
der am haufigsten nachgewiesenen Erreger bei kleinen Saugetieren (SILAGHI et al. 2016b). Die
Pravalenz in Kleinsédugern sank von 73,9 % im Jahr 2010 auf 43,3 % im Jahr 2013 (OBIEGALA et al.
2021; SILAGHI et al. 2016b) und ist seitdem (2015-2017) auf 78,2 % gestiegen (Daten fiir 2014 fehlen).
Die Infektionsraten in saugenden Zecken stiegen ebenfalls von 16,3 % in 2010-2011 (SILAGHI et al.
2016b) auf 32,7 % (MIR fiir Larven) und 33,7 % (fir Nymphen) in der vorliegenden Studie (mit einer
Licke in den Jahren 2012-2014).
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Diskussion

In dieser Studie wurden in den Jahren 2015 bis 2017 Kleinsauger, deren Zecken und Zecken
von der Vegetation an vier Standorten gefangen bzw. gesammelt und auf Zecken-lbertragene
Pathogene untersucht (A. phagocytophilum, N. mikurensis, Rickettsia spp., Bartonella spp., Bo.
burgdorferi (s.I)., Babesia spp. und Hepatozoon spp.). Die Standorte wurden seit 2008 durch
unsere Forschungsgruppe kontinuierlich tber mehrere Jahre hinweg beprobt (SILAGHI et al.
2012b).

Obwohl Langzeit-Pravalenzstudien in Bezug auf Zecken-ubertragene Pathogene in Zecken und
Reservoirwirten rar sind, sind sie wichtig, um die Dynamik von Wirt-Vektor-Pathogen-
Interaktionen besser zu verstehen und dadurch das Public Health Risiko besser einschéatzen zu
konnen. Die Anzahl gefangener Nager und Zecken und die Speziesvielfalt nahmen im
Vergleich zu den vorangegangenen Studien mit der Zeit ab. Im Gegensatz dazu stieg der
durchschnittliche Zeckenbefall der Nager. Eine mogliche Erklarung hierfur ist der sogenannte
Verdunnungseffekt. Je hoher die Anzahl an Individuen in einer Population ist, desto Kleiner ist
die Zeckenanzahl pro Wirt und umgekehrt (KRASNOV et al. 2007). Ubereinstimmend mit
friheren Studien wurden D. reticulatus nur bei M. glareolus gefunden, I. ricinus zeigte keine
Wirtspraferenz (OBIEGALA et al. 2016). In einer Studie aus Berlin von MAAZ et al. (2018)
war A. flavicollis 2,2 mal starker mit Larven von I. ricinus belastet als M. glareolus. Dies war
in der vorliegenden Studie nicht der Fall. Beide Nager-Spezies zeigten ahnliche
durchschnittliche Infestationsraten mit I. ricinus-Larven von 9,7 Zecken pro befallene M.

glareolus und 10,3 Zecken pro befallene A. flavicollis.

In den Jahren 2010 und 2011 wurden Kleinsauger nur in den Monaten August (2010), Oktober
(2010), Mérz (2011) und Juni (2011) gefangen, wobei nicht alle Standorte in diesen Monaten
beprobt wurden. Es wurden insgesamt 90 (2010; n=47, 2011; n=43) Kleinsauger gefangen und
drei Arten zugeordnet, ndmlich M. glareolus, A. flavicollis und Apodemus agrarius. In den
Jahren 2012 bis 2014 wurden an diesen Standorten 673 Kleinsduger gefangen. Diese konnten
acht verschiedenen Arten zugeordnet werden: A. agrarius, A. flavicollis, Microtus arvalis,
Microtus agrestis, Mustela nivalis, M. glareolus, Sorex araneus und Talpa europaea. Mehr als
die Halfte der Gesamtzahl an Kleinsaugern, sowie die grofite Artenvielfalt, wurden 2012
gefangen (454 Tiere der obengenannten 8 Arten) (OBIEGALA et al. 2017). In den beiden
darauffolgenden Jahren wurden 2013 nur 90 und 2014 auch nur 129 Kleinséuger gefangen, die
insgesamt lediglich drei Arten angehorten (A. flavicollis, M. glareolus und A. agrarius
(OBIEGALA et al. 2017). In der aktuellen Studie tber die Jahre 2015-2017 wurden insgesamt
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165 Kleinsduger gefangen, die in vier Arten unterteilt werden konnten: M. glareolus, A.
flavicollis, A. agrarius und A. terrestris. Uber den gesamten Zeitraum (2010-2017) waren M.
glareolus und A. flavicollis die am haufigsten gefangenen Arten. Alle anderen waren nur
einzelne Exemplare von einem bis maximal sieben Tieren. Die Reduktion der Anzahl an
Kleinsdugern kann auf eine Verminderung der PopulationsgrofRe hinweisen. Folgende
Ursachen sind mdoglich: sowohl eine naturliche Fluktuation, eine Reduktion nach einer
uberméaRigen Vermehrung nach einem Mastjahr (IMHOLT et al. 2014) als auch eine
tatséchliche Verringerung der Population, die zum Beispiel durch Umwelteinfliisse (Wetter,
Nahrungsangebot) oder die jahrelange Beprobung der Standorte verursacht wurde.

Apodemus flavicollis und M. glareolus sind in Sachsen die haufigsten Arten und sind
insbesondere in Waldern zu finden (HAUER et al. 2009). Auch in dieser Studie waren A.
flavicollis und M. glareolus die am hdufigsten gesammelten Arten. Die Standorte, an denen
gesammelt wurde, sind renaturierte Wélder und Parks. Die Waldstandorte befinden sich in der
Né&he des Cospudener Sees und bestehen aus Kiefern- und Sommerlaubwéldern. Die
Parkstandorte liegen im Erholungspark Delitz-L6Rnig, in dem man folgende Baume vorfindet:
Sumpfeiche,  Silberahorn,  Tulpenbaum, Riesenlebensbaum, Riesenmammutbaum,
Edelkastanie, Walnuss und weitere Bdume.
(https://www.markkleeberg.de/de/tourismus-kultur/alle-informationen/aktivitaeten/natur-
entdecken/landschaftspark-cospuden,
https://web.archive.org/web/20120616061611/http://www.leipzig.de/de/buerger/freizeit/leipzi
g/baum/arboretum/index.shtml).

In Sachsen erfullen Auwaélder die Lebensraumanspriiche von A. flavicollis (Hauptséachlich
Laub- und Mischwélder).

In der vorliegenden Studie wurde A. flavicollis an allen Standorten gefunden. Die meisten Tiere
wurden im Jahr 2017 am Standort E gesammelt. Myodes glareolus ist in Sachsen in
verschiedenen Waldarten zu finden. Wichtig ist eine dichte Krautschicht, die 50%-100% der
Bodenflache bedeckt. In der vorliegenden Studie wurde M. glareolus an allen Standorten zu
gleichen Zahlen gefunden. (HAUER et al. 2009).

Zecken wurden sowohl mit der Flaggenmethode als auch von Wirten gesammelt. Die
Flaggenmethode wurde beziglich Kosten und Durchfuhrbarkeit als eine gute Methode
bewertet (GRAY et al. 1982; GRAY et al. 1985). Sie birgt aber auch folgende Nachteile:

schlechte Ausfiihrung bezuglich Streckenldange und Geschwindigkeit kénnen zum Verlust von
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Zecken flhren. Diese Methode ist auch von der Beschaffenheit des Flaggenmaterials abhéngig:
Als Material eignen sich grundsatzlich Decken, Flaggen oder Stoffstreifen, wobei Streifen laut
GRAY et al. (1982) am effektivsten sind. Material und Sammelmethode kdnnten auch auf die
vorliegende Studie Einfluss genommen haben, da verschiedene Personen und zwei Flaggen,
die nach Bedarf gewaschen und getauscht wurden, beim Sammeln zum Einsatz kamen.
MENDONCA (2018) zeigte, dass die Larven von I. ricinus in das Material selbst eindringen
und sogar auf der anderen Seite wieder herauskrabbeln konnen, wenn die Fasern des
Flaggenstoffes nicht dicht genug sind. Somit ist nicht nur mit einem Verlust des gesammelten
Materials, sondern sogar mit einer Gefahrdung der Mitarbeiter zu rechnen. Weitere
Auswirkungen haben die Art der Flora, das Wetter, die Zeckenart und das Stadium.

Die Anzahl an geflaggten Zecken wies Uber die Jahre groRe Schwankungen auf. Dabei ist ein
stetiger Trend nach unten zu verzeichnen. 529 Zecken der Art I. ricinus und 804 Zecken der
Art D. reticulatus wurden sowohl im Jahr 2008 in den Monaten Mérz bis September als auch
im Jahr 2009 in den Monaten April bis Oktober aus der Umgebung gesammelt (insgesamt
1.333) (SILAGHI et al. 2012b). In den Jahren 2012 bis 2014 wurden 916 Zecken mit der
Flaggenmethode gesammelt, unterteilt in folgende Arten: 741 I. ricinus, 174 D. reticulatus und
eine I. trianguliceps (OBIEGALA et al. 2017). Ahnlich wie bei den Kleinsdugern wurden 2012
mehr als die Halfte der Zecken geflaggt (2012; n= 689, 2013; n= 114, 2014; n= 118) In der
aktuellen Studie von 2015 bis 2017 wurden 577 Zecken mit der Flaggenmethode gesammelt,
darunter 547 1. ricinus und 30 D. reticulatus. In den Jahren 2015 und 2017 wurden jeweils 299
und 227 Zecken geflaggt, 2016 lag die Anzahl bei nur 51. Mdgliche Ursachen fur diese
Schwankungen sind unter anderem Wetterbedingungen (Temperatur, Tageslichtmenge,

Niederschlag) und Schwankungen in der Reservoirtierpopulation (PAUL et al. 2016).

Die Aktivitat von I. ricinus ist unter anderem wetterbedingt. Zeiten von trockener Hitze oder
sehr kalten Temperaturen fuhren zur Reduktion ihrer Aktivitat. DAUTEL et al. (2016) zeigen
in ihrer Studie Uber den Winter des Jahres 2012, dass die extrem kalten Temperaturen jenes
Winters die Aktivitat von 1. ricinus bis ins Folgejahr reduzierten und somit in dieser Zeit

weniger Borreliosefélle berichtet wurden.

Ahnlich wie bei anderen Studien konnten in der aktuellen Studie mit der Flaggenmethode keine
D. reticulatus Zecken in den Sommermonaten Juni, Juli und August gesammelt werden. 1.
ricinus wurde, besonders im Jahr 2017, in jeder Saison aufler dem Winter geflaggt
(BARANDIKA et al. 2006, CHITIMIA-DOBLER et al. 2015). Alle Lebensstadien von I.
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ricinus wurden in unserer Studie gesammelt, bei D. reticulatus wurden, wie zu erwarten, nur
die Adultstadien geflaggt. Dieses Phanomen erklart sich durch die verschiedenen Lebensrdume
der Stadien dieser Zeckenart. Adulte D. reticulatus sind auf der Vegetation anzutreffen,
wahrend Larven und Nymphen sich in der Nahe der Nester oder in den Nestern der Wirtstiere
befinden (IMMLER 1973). Eine Ausnahme wurde fir zwei unserer Standorte in einer
Folgestudie durch SCHMUCK et al. (2020) berichtet. Zecken wurden vom Juni 2018 bis
November 2019 geflaggt, 47 D. reticulatus Larven und zwei Nymphen wurden hierbei auf dem
Waldboden gefunden.

Die Anzahl an gesogenen Zecken wies ahnliche Schwankungen wie bei den geflaggten Zecken
auf. In den Monaten August und Oktober 2010 sowie Mé&rz und Juni 2011 wurden 365 Zecken
auf 50 Nagern gefunden. Dermacentor reticulatus wurde fast ausschlieRlich auf M. glareolus
gefunden. Eine Nymphe wurde auf A. flavicollis gefunden, wobei diese Zeckenart nur an den
Standorten E und | verzeichnet wurde (SILAGHI et al. 2012b). In den Jahren 2012 bis 2014
wurden 3.330 Zecken von 602 Nagern gesammelt. 2012 waren ca. 58% der Kleinsauger von
Zecken befallen (6,5 Zecken pro Tier), 2013 waren es 66% (mit 7,7 Zecken pro Tier) und 2014
waren es 68% (mit 12,2 Zecken pro Tier). Die Mehrheit bestand aus 1. ricinus Zecken (n=
2.802). Ixodes ricinus Larven waren in der Gesamtzahl fast gleich auf M. glareolus und A.
flavicollis verteilt (1.439 und 1.281). Allerdings beobachtete man auch hier einen
Verdunnungseffekt, da von A. flavicollis deutlich weniger Individuen gesammelt wurden.
Sowohl von 1. ricinus als auch von D. reticulatus wurden nur Larven und Nymphen von den
Nagern gesammelt (OBIEGALA et al. 2017). Von 2015 bis 2017 wurden 1.256 Zecken von
122 Nagern gesammelt. 2015 waren ca. 65% der Kleinsduger befallen (mit 6,8 Zecken pro
Tier), in 2016 waren es 70% (mit 8 Zecken pro Tier). 2017 waren 80% der Kleinsduger mit 18
Zecken pro Tier befallen. Die hdchste Zahl an Zecken waren 135 Zecken auf einer M.
glareolus. Zwischen 2015 und 2017 wurden insgesamt 1.164 Zecken der Art I. ricinus und 92
der Art D. reticulatus gesammelt. Dermacentor reticulatus wurde nur auf M. glareolus
gefunden. Wie zu erwarten, wurden auf Grund ihrer Lebensweise nur Larven und Nymphen
gesammelt (IMMLER 1973).

Neoehrlichia mikurensis ist in Eurasien bei Nagern weit verbreitet. In Deutschland und anderen
europaischen Landern wie Ungarn, den Niederlanden und der Slowakei wurden Pravalenzen
in Nagern von 3,4% - 52,7% beschrieben (JAHFARI et al. 2012; SILAGHI et al. 2012c;
SVITALKOVA et al. 2016; SZEKERES et al. 2014; VICHOVA et al. 2014). In Leipzig ist die
Pravalenz von 28,6% in den Jahren 2012 bis 2013 (OBIEGALA et al. 2014) auf 58,2% in den
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Jahren 2015-2017 gestiegen. Eine bevorzugte Nagerart wurde nicht beobachtet. Auch in den
Jahren 2015-2017 wie 2012-2013 zeigten méannliche M. glareolus signifikant hohere
Prévalenzen als weibliche. Eine mdgliche Erklarung dafir ist, dass mannliche M. glareolus
aktiver und aggressiver sind als die weiblichen. Die Infektion erfolgt dann durch Wunden,
Kratzer oder Bisse, die bei einem Kampf entstehen konnen (BERNSTEIN et al. 1999). Studien
aus Bulgarien, Osterreich, Ungarn, Frankreich, der Schweiz, der Slowakei, Norwegen und den
Niederlanden zeigen Pravalenzen von 0,09% - 22% in geflaggten I. ricinus (COIPAN et al.
2013; DERDAKOVA et al. 2014; MICHELET et al. 2014; NADER et al. 2018; OECHSLIN
etal. 2017; PEDERSEN et al. 2020; SVITALKOVA et al. 2016; SZEKERES et al. 2015). Die
Prévalenz von N. mikurensis in geflaggten Zecken an den Leipziger Standorten verringerte sich
von 25,8% - 27,3% im Jahr 2009 auf 7,3% in den Jahren 2015 - 2017 (SILAGHI et al. 2012c).
Die Préavalenz in gesogenen Zecken aus den Jahren 2015 - 2017 von 9,8% ist hoher als
berichtete Prévalenzen aus anderen Landern. In der Slowakei wurde eine Pravalenz von 0,3%-
1,3% in gesogenen I. ricinus und 2,7% in I. trianguliceps berichtet, in Italien fand man eine
Pravalenz von 5,3% in gesogenen . ricinus Larven vor, die von A. flavicollis entnommen
wurden (BARAKOVA et al. 2018; BLA"NAROVA et al. 2016; SVITALKOVA et al. 2016).
Anders als bei I. ricinus wurde N. mikurensis nur in gesogenen D. reticulatus nachgewiesen.
Daher spielt D. reticulatus als Vektor von N. mikurensis in der Natur wahrscheinlich keine
Rolle.

Die Pravalenz von Bo. burgdorferi (s.l.) in Nagern in den Jahren 2015 bis 2017 (49,1%) ist im
Vergleich zu der Studie Uber die Jahre 2012 bis 2014 (31,2%) gestiegen (OBIEGALA et al.
2017). Mogliche Ursachen sind unter anderem ein Verdiinnungseffekt der Nagerpopulation: Je
hoher die Anzahl an Individuen in einer Population ist, desto Kleiner ist die Zeckenanzahl pro
Wirt und umgekehrt (KRASNOV et al. 2007). Zudem sorgen die verschiedenen
Pathogenitatsmechanismen von Bo. burgdorferi (s.l.) dafir, dass Bo. burgdorferi (s.l.) lange
in seinem Wirt verweilen kann und sich vermehrt, zum Beispiel durch Hemmung des
Komplementsystems des Wirts oder durch groRe und wechselnde Antigenvariation (TRACY
et al. 2017). Mannliche M. glareolus wiesen eine signifikant hohere Prévalenz auf als
weibliche. Wie bei der Studie von Obiegala et al. (2017) konnte in den positiv getesteten
Kleinnagern nur die eine pathogene, Nager-assoziierte Borrelienart Bo. afzelii
(KURTENBACH et al. 2002) nachgewiesen werden. Die Pravalenz in Nagern ist im Vergleich
zu anderen européischen Landern hoéher: In Spanien liegt sie bei 12,9% (ESPI et al. 2017), in
der Slowakei bei 11,9% (HAMSIKOVA et al. 2017), in Italien bei 11% (MARTELLO et al.
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2019), in Ungarn bei 6,6% (SZEKERES et al. 2015), in Kroatien bei 2% (TADIN et al. 2016),
in Schweden bei 22% (ANDERSSON et al. 2014) und in Polen bei 28,2% (HILDEBRAND et
al. 2014). Die Pravalenz in geflaggten und gesogenen Zecken hat sich im Verlauf der Jahre
nicht gedndert und &hnelt den Prdvalenzen in anderen europaischen Landern wie Estland,
WeiRrussland, der Slowakei und Osterreich (8,2-13,5%) (GELLER et al. 2013;
PANGRACOVA et al. 2013; REYE et al 2013;). Bei zwei gesogenen Zecken war auch Bo.
afzelit DNA nachweisbar. Dementsprechend hat sich die Zahl der dem RKI gemeldeten
Borreliosefall ein der Stadt Leipzig nicht signifikant geéndert
(https://survstat.rki.de/Content/Query/Chart.aspx). Hohere Pravalenzen von 18%-21% wurden in
der Schweiz und Italien in geflaggten I. ricinus berichtet (MARTELLO et al. 2019;
OECHSLIN et al. 2017). Deutlich niedrigere Pravalenzen von 1%- 4,5% wurden in Bulgarien
und Frankreich beschrieben (BONNET et al. 2013; NADER et al. 2018).

Die Rickettsia-Pravalenz in Nagern dieser Studie (M. glareolus, A. flavicollis, A. agrarius, A.
terrestris) ist mit 29,1% hoher als in anderen deutschen Bundeslandern, z.B. 6,8% in
Mecklenburg-Vorpommern, 7% in Nordrhein-Westfalen, 8,1% in Thuringen und 9,4% in
Baden-Wirttemberg (FISCHER et al. 2018) und ist ebenfalls héher im Vergleich zu anderen
europdischen Landern wie Kroatien mit 3,2% (in M. glareolus, A. flavicollis, A. agrarius)
(SVOBODA et al. 2014), Italien mit 6% (in Apodemus spp., M. glareolus) (MARTELLO et al.
2019), der Slowakei mit 9,4% (in A. flavicollis, A. sylvaticus, M. glareolus, M. arvalis,
Microtus subterraneus) (MITKOVA et al. 2015) und Polen mit 17,6% (in A. agrarius, M.
glareolus, A. flavicollis) (GAJDA et al. 2017). Unterschiede in den Probeorten, Jahreszeiten
und Nagerpopulationen kénnen die verschiedenen Pravalenzen erkléren. In einer Studie von
FISCHER et al. (2018) sind erhthte Préavalenzen im Sommer und im Herbst aufgefallen. Die
Pravalenzen waren aulRerdem in Waldgebieten hoéher als im Grasland oder in der Stadt. Auch
bei alten Tieren lagen sie im Vergleich zu jungen Tieren héher. Ahnlich hohe Préavalenzen wie
in Sachsen fand man zum einen mit 27,6% auch in Litauen vor (in A. flavicollis, Micromys
minutus, M. glareolus, M. oeconomus, M. arvalis, M. agrestis) (MARDOSAITE-BUSAITIEN
et al. 2018) und zum anderen in der Studie von OBIEGALA et al. (2017), die ebenfalls an den
Standorten der vorliegenden Studie durchgefihrt wurde (25,3%). Eine Ausnahme stellte das

Jahr 2013 dar, in dem die Pravalenz mit 4% signifikant niedriger war.

SCHEX et al. (2011) zeigten das Vorkommen von R. helvetica in A. agrarius, A. flavicollis
und M. glareolus. In vergangenen Studien wurde im Verlauf der letzten Jahre auch R. raoultii

in Nagern nachgewiesen (OBIEGALA et al. 2016). In der aktuellen Studie wies man
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Rickettsien-DNA in Zecken (I. ricinus und D. reticulatus), die sowohl von positiven als auch
von negativen Nagern abgesammelt worden waren, nach. Dies unterstutzt die Hypothese, dass
eine transovarielle Ubertragung in D. reticulatus Zecken moglich ist (SAMOYLENKO et al.
2009). Die Préavalenz in geflaggten I. ricinus in den Jahren 2015 bis 2017 von 10,3% ist
vergleichbar mit Prdvalenzen aus den Jahren 2012 bis 2014 an denselben Standorten
(OBIEGALA et al. 2017) und aus der Schweiz und Ruménien von 9,4%-13,5% (OECHSLIN
et al. 2017; RAILEANU et al. 2018). Dem hingegen fand man in Bulgarien in geflaggten I.
ricinus eine, verglichen mit der ublichen Prévalenz in D. reticulatus, viel hohere Pravalenz von
63% vor (NADER et al. 2018). Die Pravalenz in gesogenen (20%-78,4%) und geflaggten D.
reticulatus (76,9%) aus der aktuellen Studie ist viel hoher im Vergleich zu Studien aus Polen,
Italien und Tschechien (18%-46%) (MARTELLO et al. 2019; RUDOLF et al. 2016;
STANCZAK et al. 2018). Ahnlich hohe Privalenzen von 31,4%-78,3% wurden in geflaggten
D. reticulatus in Berlin (KOHN et al. 2019) und in Leipzig in den Jahren 2012 bis 2014
gemessen (OBIEGALA et al. 2017). Die Préavalenz in gesogenen I. ricinus aus dieser Studie
ist mit 46,1% hoher als Pravalenzen von 4,8%-26,5%, die aus Italien, der Schweiz und Litauen
berichtet wurden (BARAKOVA et al. 2018; BURRI et al. 2011; MARTELLO et al. 2019;
RADZIJEVSKAJA et al. 2018). Rickettsia raoultii wurde ausschlielich in geflaggten D.
reticulatus nachgewiesen. Die Pravalenz dieses Erregers war in den Zecken signifikant héher
als in M. glareolus. Dieser Befund unterstiitzt die Annahme von OBIEGALA et al. (2016),

dem zu Folge D. reticulatus eher transovariell als tber ein Reservoir Gbertragen wird.

Der Erreger mit der hochsten Prévalenz in Nagern war Bartonella spp., dessen Pravalenz in
Nagern uber die Jahre 2010 bis 2017 bis auf 78% angestiegen ist. Die Prévalenz im gesamten
Zeitraum wies starke Schwankungen auf. In den Jahren 2010 bis 2011 lag sie bei 65,8%
(SILAGHI et al. 2016), von 2012 bis 2013 sank sie auf 43,3% (OBIEGALA et al. 2021) und
zwischen 2015 und 2017 stieg sie erneut an. Die Pravalenz der vorliegenden Studie ist deutlich
hoher im Vergleich zu Studien aus Frankreich, Danemark und Polen (16%-56%) (BUFFET et
al. 2012; ENGBAEK et al. 2004; PAZIEWSKA et al. 2012). Eine ahnliche Pravalenz (77,6%)
wurde in Tschechien beschrieben (OBIEGALA et al. 2019). Eine mdgliche Erklarung fur die
Schwankungen in der Pravalenz kénnen Veranderungen in der Flohpopulation sein. Dieses
Phédnomen wurde in einer Studie aus Polen berichtet (WELC-FALECIAK et al. 2010). Die
Speziesvielfalt hat sich von Ba. grahamii, Ba. taylorii, Bartonella sp. N40 und unkultivierten
Bartonellen auf Ba. taylorii und unkultivierte Bartonellen reduziert. Die gesogenen Zecken

wiesen dennoch alle obengenannten Spezies auf.
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Eine Studie Uber einen Zeitraum von elf Jahren zeigte, dass die Préavalenz der unkultivierten
Bartonellen in M. glareolus groRen Schwankungen unterliegt. Diese sind von Veranderungen
in der Nagerpopulation wie Dichte und Durchschnittsalter abhdngig (BAJER et al. 2014).
Zecken scheinen also eine untergeordnete Rolle bei der Ubertragung von Bartonella spp. zu
spielen. Bartonella chomelii wurde nur in gesogenen Zecken nachgewiesen; diese Bartonella-
Spezies wird hauptséchlich mit domestizierten Wiederkauern assoziiert (EBANI et al. 2015).
In der vorliegenden Studie lag die Pravalenz in gesogenen 1. ricinus und D. reticulatus ohne
signifikanten Unterschied bei 32%-40%. Eine Studie aus England berichtet eine Pravalenz von
1,3% in von Katzen gesammelten Zecken (DUPLAN et al. 2018). Eine Studie aus Litauen zeigt
eine Prévalenz von 3,7% in gesogenen I. ricinus-Larven-Pools bei Nagern (LIPATOVA et al.
2015). In der vorliegenden Studie konnten Bartonella spp. in geflaggten Zecken nicht
nachgewiesen werden. Ahnliche Ergebnisse erzielten Studien aus lItalien, Finnland und
Serbien: Auch dort wurden geflaggte Zecken negativ getestet (MANCINI et al. 2014;
POTKONJAKA et al. 2016; SORMUNEN et al. 2016). In Frankreich wurde eine Prévalenz in
geflaggten Dermacentor spp. und in I. ricinus von 9%-12,2% beschrieben (BONNET et al.
2013), in Osterreich lag die Pravalenz bei I. ricinus bei 2,1%-7,5% (MULLER et al. 2016). In
der Ukraine wies man eine Prévalenz von 2,7% in adulten geflaggten 1. ricinus und von 1% in
D. reticulatus (ROGOVSKYY et al. 2018) nach. In Tschechien lag die Pravalenz in geflaggten
l. ricinus bei 1,2% (HERCIK et al. 2007). DIETRICH et al. (2010) zeigten Prévalenzen von
11,8% in geflaggten I. ricinus aus Baden-Wirttemberg, 2,9% in adulten 1. ricinus aus
Brandenburg, 38,2% in 1. ricinus Nymphen und 12% in I. ricinus Adulten aus Frankreich und
32,3% in I. ricinus Nymphen sowie 0% in I. ricinus Adulten aus Portugal. In Hannover wurde
eine Pravalenz von 4,7% in geflaggten I. ricinus beschrieben (JANECEK et al. 2012). Somit
lassen die widersprichlichen Ergebnisse all dieser Studien keinen Rickschluss auf eine

maogliche Vektorfunktion fiir die verschiedenen Zecken- und Bartonellenarten zu.

Zum Zeitpunkt der vorliegenden Studie wurden noch keine Untersuchungen von Hepatozoon
spp. in Kleinsaugern aus Deutschland durchgefiihrt. In Spanien, der Slowakei und in Polen
wurden Prévalenzen von 4,5%-41,6% in verschiedenen Nagern beschrieben, u.a. in A.
flavicollis und M. glareolus (CRIADO-FORNELIO et al. 2006; HAMSIKOVA et al. 2016;
KARBOWIAK et al. 2005). In der vorliegenden Studie lag die Pravalenz in Nagern bei 31,1%.
Myodes glareolus war signifikant haufiger infiziert als A. flavicollis. Zu ahnlichen Ergebnissen
kamen Studien aus der Slowakei, Finnland und Polen (HAMSIKOVA et al. 2016,
KARBOWIAK et al. 2005; LAAKKONEN et al. 2001). Es ist bekannt, dass Hepatozoon spp.
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ein breites Wirtspektrum hat. Die in dieser Studie gefundenen Spezies wurden in Nagern und
Reptilien beschrieben (MAIA et al. 2014). Keine der Zecken - weder gesogene noch geflaggte
— wurden in der vorliegenden Studie positiv getestet, da Hepatozoon spp. eher durch Flohe
ibertragen wird (RIGO et al. 2016). HAMSIKOVA et al. (2016) konnten allerdings eine
geringe Hepatozoon-Pravalenz in geflaggten I. ricinus von 0,08% in der Slowakei und 0,04%
in Tschechien verzeichnen. Eine Studie aus England berichtet eine Prévalenz von 0,4% in
gesogenen Zecken bei Katzen (DUPLAN et al. 2018). In Serbien wurde eine Prévalenz von
8,4% in 1. ricinus bei Hunden beschrieben (POTKONJAKA et al. 2016). In Thiringen wiesen
von Fichsen gesammelte I. ricinus und D. reticulatus eine Pravalenz von 14,2% bzw. 7,7% fur
H. canis auf (NAJM et al. 2014). In Rumé&nien wurde H. canis aus gesogenen I. ricinus von
Hunden isoliert (10,6%) (ANDERSSON et al. 2017). In der Tirkei wurden H. canis mit einer
Pravalenz von 1,5% und H. felis mit einer Prévalenz von 0,3% aus gesogenen I. ricinus von
Menschen nachgewiesen (AKTAS 2014).

Die Pravalenz flr Babesia in Nagern und gesogenen Zecken ist tiber die Jahre gesunken, und
zwar von 0,6%-2,5% auf 0% in Nagern und von 0,3%-0,5% auf 0% in gesogenen Zecken.

Dabei hat sich die Prévalenz in geflaggten Zecken nicht signifikant veréndert (1,4%-1,6%).

Die Préavalenz in Nagern aus anderen européischen Landern war &hnlich; nur in GroRbritannien
wurde eine hohere Pravalenz von 27,2% beschrieben (BOWN et al. 2008). Eine mdgliche
Ursache ist die Anwesenheit von 1. trianguliceps als Vektor fiir Babesien. Ixodes trianguliceps
trat ndmlich im von uns untersuchten Gebiet nur vereinzelt auf. Studien aus Schweden, der
Schweiz, Polen und Frankreich zeigten &hnliche oder etwas héhere Pravalenzen in geflaggten
Zecken von bis zu 6,8% (BONNET et al. 2013; KARLSSON et al. 2016; OECHSLIN et al.
2017; WOJCIK-FATLA et al. 2015). Bei gesogenen Zecken wurde in der Slowakei eine
Babesia-Prévalenz von 5,5% in I. ricinus berichtet, 2% in Italien und 2,4% in der Schweiz
(BARAKOVA et al. 2018; BLA'NAROVA et al. 2016; BURRI et al. 2011).

Drei Babesienarten wurden Uber die Jahre hinweg an den untersuchten Standorten immer
wieder nachgewiesen — und zwar B. venatorum, B. microti und B. capreoli. Babesia venatorum
und B. microti sind zoonotisch und wurden auch in anderen europdischen Landern in 1. ricinus
nachgewiesen (ABDULLAH et al. 2018; KARLSSON et al. 2016; WOJCIK-FATLA et al.
2015).
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Babesia capreoli ist nicht humanpathogen. Der Hauptwirt ist in Europa das Reh, Capreolus
capreolus (HOBY et al. 2009). In den Jahren 2008 bis 2017 wurden keine Félle einer Infektion

mit Babesien an das RKI angemeldet (https://survstat.rki.de).

Die Pravalenz von A. phagocytophilum hat sich tber die Jahre von 1,1% auf 0% bei den
untersuchten Nagern und von 5,3% auf 0% bei den geflaggten Zecken reduziert.
Madglicherweise entwickeln Nager nach einer Infektion eine Resistenz gegeniiber dem Erreger,
die 12 Wochen bis zu einem Jahr anhalten kann, die Nager vor Reinfektion schiitzt und den
Infektionskreis somit unterbricht (LEVIN et al. 2000). Prdvalenzen aus anderen Studien in
Deutschland schwanken zwischen 1,9% und 8,9% (HARTELT et al. 2004; HILDEBRANDT
etal. 2010; SCHORN et al. 2011). In Ungarn wurde eine Prévalenz von 5,1% verteilt auf sechs
Nagerarten beschrieben. Bei geflaggten I. ricinus fand man in der Schweiz eine Pravalenz von
1,4% vor (OECHSLIN et al. 2017), in Bulgarien lag sie bei 2,5% (NADER et al. 2018), in
Ungarn bei 2,9% (SZEKERES et al. 2015) und in Ruménien bei 1,2% (RAIEAN et al. 2018).
In der Slowakei verzeichnete man bei geflaggten I. ricinus eine Pravalenz von 3,1%-7,2%, bei
gesogenen, von Nagern gesammelten 1. ricinus eine Pravalenz von 0%-0,9% und bei Nagern
selbst eine Pravalenz von 0%-9,3% (SVITALKOVA et al. 2015). Eine deutlich héhere
Pravalenz in geflaggten I. ricinus wies man mit 41% in Frankreich nach. Eine Prévalenz von
0,5% in gesogenen . ricinus wurde aus Italien berichtet (BARAKOVA et al. 2018).

Ko- und Polyinfektionen betrafen deutlich mehr Nager als geflaggte und gesogene Zecken.
Uber 70% der Nager aus der vorliegenden Studie zeigten Koinfektionen, wihrend eine Studie
aus Osterreich nur 8,1% vorwies (SCHMIDT et al. 2014). Zwei der drei mit Babesia spp.
infizierten geflaggten Zecken zeigten Ko- und Polyinfektionen. Dies lasst vermuten, dass
Infektionen mit Babesien Ko-Infektionen mit anderen Pathogenen begiinstigen. Eine Studie
aus Schweden berichtet auRerdem von einer positiven Korrelation bei einer Koinfektion in M.
glareolus mit N. mikurensis und Bo. afzelii: 46% der mit N. mikurensis infizierten Nager waren
dort auch mit Bo. afzelii infiziert (ANDERSSON et al. 2014).

Die vorliegende Studie zeigt sehr hohe Prévalenzen von Zecken-ubertragenen Pathogenen,
besonders in Nagern. Erstmalig belegt sie Pravalenzen fur Hepatozoon spp. bei Nagern in
Deutschland. Uber den neunjahrigen Zeitraum hinweg hat sich die Anzahl und Speziesvielfalt
der Nager und Zecken deutlich reduziert, wobei der Einzeltierbefall mit Zecken stark
angestiegen ist. Die Prévalenz fur Babesia spp. und A. phagocytophilum ist signifikant

zurlickgegangen. Dafr ist die Pravalenz fir N. mikurensis, Bartonella spp. und Bo.
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burgdorferi (s.l.) in Nagern angestiegen. Rickettsia spp. ist das einzige Pathogen, dessen
Pravalenz in Nagern, gesogenen und geflaggten Zecken gleichgeblieben ist. Obwohl die
Prévalenzen aller untersuchten Erreger sich im Verlauf der Jahre gedndert haben, sind die
Spezies der Zecken-Ubertragenen Pathogene, die in dieser Studie gefunden wurden, im

Vergleich zu den vergangenen Studien die gleichen geblieben.
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Schltsselworter: Nager, Myodes glareolus, Apodemus flavicollis, Bartonella, Rickettsia,
Hepatozoon, Neoehrlichia, Anaplasma phagocytophilum, Zecken, Ixodes ricinus,

Dermacentor reticulatus

Einleitung: Kleinséuger sind als Wirte ein wichtiger Teil des Lebenszyklus von Zecken,
besonders flr subadulte Stadien. Sowohl Kleinsduger als auch Zecken sind von
gesundheitlicher Relevanz, da sie Reservoire und Vektoren fur mehrere durch Zecken

Ubertragene-Pathogene sind.

Ziele der Studie waren: (i) die Abundanz von Nagern, ihren Zecken und Zecken aus der
Umgebung festzustellen; (ii) die Prévalenz von Anaplasma phagocytophilum, Neoehrlichia
mikurensis, Rickettsia spp., Bartonella spp., Borrelia burgdorferi (s.l)., Babesia spp. und
Hepatozoon spp. in den Nagern und Zecken zu bestimmen; (iii) Die Ergebnisse mit denen der
vergangener Studien in einem zeitlichen Zusammenhang zu vergleichen, um moglicherweise
einen Trend in der Ausbreitung und Verteilung der zoonotischen Krankheitserreger

aufzuzeigen.

Tiere, Material und Methoden: Kleinsauger und Zecken wurden in den Jahren 2015 bis 2017
in Parks und Waldgebieten in Sachsen gesammelt. DNA wurde aus den Kleinsaugern, deren
Zecken und aus von der Vegetation abgesammelten Zecken extrahiert. Die Proben wurden
mittels PCR auf das Vorhandensein der obengenannten Pathogene Uberpriift. Die Proben der
Kleinsduger, deren Zecken und der geflaggten Nymphen und Adulte wurden individuell
untersucht, die parasitierenden Larven wurden in Pools weiterverarbeitet. Die
Konfidenzintervalle (95% CI) fir die Pravalenz der Erreger wurden mit der modifizierten
Wald-Methode unter Verwendung von GraphPad Prism v.4 (Graph Pad Software, San Diego,
CA, USA) ermittelt. Chi-Quadrat- und Fisher’s Exakt-Test wurden verwendet, um die
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Pravalenzwerte zwischen den Jahren, Erregern und Zecken zu vergleichen. Die
Signifikanzgrenze wurde auf p = 0,05 festgelegt. Die Pravalenzwerte fiir saugende Larven sind
als MIR (minimale Infektionsrate) angegeben, da diese gepoolt wurden.

Ergebnisse: Insgesamt wurden 165 Kleinsduger (Apodemus agrarius, n=1; Apodemus
flavicollis, n=59; Arvicola terrestris, n=1; Myodes glareolus, n=104) und 1.256 gesogene
Zecken (Ixodes ricinus, n=1.164; Dermacentor reticulatus, n=92) gesammelt sowie 577
Zecken (. ricinus, n=547; D. reticulatus, n=30) von der Vegetation abgesammelt.

Die Préavalenz in Kleinsdugern lag bei 78,2% fur Bartonella spp., 58,2% fur N. mikurensis,
49,1% fur B. burgdorferi (s.1.), 29,1% fur Rickettsia spp. und 24,2% fir Hepatozoon spp. Die
minimale Infektionsrate in gesogenen Zeckenlarven lag bei 39,8% fiir Rickettsia spp., 32,7%
fur Bartonella spp., 7,1% fur N. mikurensis und 8,8% fiir Bo. burgdorferi (s.l.). Die Pravalenz
in gesogenen Zeckennymphen lag bei 33,7% fir Bartonella spp., 52,9% fir Rickettsia spp.,
13,5% fur N. mikurensis und 11,3% fir Bo. burgdorferi (s.l.). Sowohl Kleinsauger als auch
gesogene Zecken wurden auf Babesia spp. negativ getestet. In geflaggten Zecken lag die
Préavalenz bei 18,2% flr Rickettsia spp., 7,3% fur N. mikurensis, 6,4% fur Bo. burgdorferi (s.1.)
und 1,4% flr Babesia spp. Alle getesteten Proben wurden auf Anaplasma phagocytophilum
negativ getestet. Bei der Sequenzierung konnten 14 unterschiedliche zoonotische Pathogene

identifiziert werden.

Schlussfolgerungen: Die vorliegende Studie zeigt im Vergleich zu friheren Studien unserer
Forschungsgruppe an den gleichen Standorten sehr hohe Pravalenzen von Zecken-
Ubertragenen Pathogenen auf, besonders in Nagern. Erstmalig belegt sie Prévalenzen fiir
Hepatozoon spp. bei Nagern in Deutschland. Uber diesen Zeitraum hat sich die Anzahl und
Speziesvielfalt der Nager und Zecken deutlich reduziert, wobei der Einzeltierbefall mit Zecken
stark angestiegen ist. Die Pravalenz flr Babesia spp. und A. phagocytophilum ist im Verlauf
der Jahre signifikant zuriickgegangen. Daflr ist die Pravalenz fur N. mikurensis, Bartonella
spp. und Bo. burgdorferi (s.1.) in Nagern angestiegen. Rickettsia spp. ist das einzige Pathogen,
dessen Préavalenz in Nagern, gesogenen und geflaggten Zecken gleichgeblieben ist. Obwohl
die Pravalenzen aller untersuchten Erreger sich im Verlauf der Jahre geandert haben, sind die
Arten der Zecken-Ubertragenen Pathogene, die in dieser Studie gefunden wurden, im Vergleich

zu den vergangenen Studien dieselben geblieben.
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Introduction: Rodents are important in the life-cycle of ticks as hosts for immature
developmental stages. Both rodents and ticks are of public health interest as they are reservoirs

and vectors for different tick-borne pathogens (TBP).

Aims of the study were: (i) determine the abundance of rodents, their attached ticks and of
questing ticks; (ii) calculate the prevalence of Anaplasma phagocytophilum, Neoehrlichia
mikurensis, Rickettsia spp., Bartonella spp., Borrelia burgdorferi sensu lato., Babesia spp. and
Hepatozoon spp. in mentioned rodents and ticks; (iii) compare the results with those of previous
studies in a temporal context in order to possibly show a trend in the spread and distribution of

zoonotic pathogens.

Material and Methods: In the years 2015-2017 rodents and ticks were collected in parks and
forest areas in Saxony. DNA was extracted from the rodents, attached and questing ticks.
Samples were screened for the presence of the above-mentioned pathogens using PCR
methods. Rodent, attached nymphs and questing tick (nymph and adult) samples were tested
individually, while attached larvae were further processed in pools. Confidence intervals
(95% CI) for the prevalence of pathogens were determined by the modified Wald method
using GraphPad Prism v.4 (Graph Pad Software, San Diego, CA, USA). Chi-square and

Fisher’s exact tests were used to test the prevalence levels for independence. The
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significance threshold was set at p = 0.05. The prevalence levels for attached larvae are given
as MIR (minimal infection rate) as these were pooled.

Results: A total of 165 rodents (Apodemus agrarius, n=1; Apodemus flavicollis, n=59;
Arvicola terrestris, n=1; Myodes glareolus, n=104), 1,256 attached ticks (Ixodes ricinus,
n=1,164; Dermacentor reticulatus, n=92) and 577 questing ticks (l. ricinus, n=547; D.
reticulatus, n=30) were collected. The prevalence levels in rodents were 78.2% for Bartonella
spp., 58.2% for N. mikurensis, 49.1% for B. burgdorferi (s.l.), 29.1% for Rickettsia spp. and
24.2% for Hepatozoon spp. The minimal infection rates (MIR) in attached larvae ticks were
39.8% for Rickettsia spp., 32.7% for Bartonella spp., 7.1% for N. mikurensis and 8.8% for Bo.
burgdorferi (s.l.) and the prevalence rates in attached nymphs were 33.7% for Bartonella spp.,
52.9% for Rickettsia spp., 13.5% for N. mikurensis and 11.3% for Bo. burgdorferi (s.l.). Both
rodents and attached ticks were negative for Babesia spp. The prevalence in questing ticks was
18.2% for Rickettsia spp., 7.3% for N. mikurensis, 6.4% for Bo. burgdorferi (s.l.) and 1.4% for
Babesia spp. All tested samples were Anaplasma-negative. Sequencing revealed the

occurrence of 14 pathogenic species.

Conclusions: This study together with former studies done by our group on the same locations
from 2008-2017 show a very high prevalence of tick-borne pathogen, especially in rodents.
This research is the first evaluation of the prevalence for Hepatozoon spp. in rodents from
Germany. It shows that over the years the number and species diversity of the rodents and ticks
had markedly droped, however the number of ticks on an individual rodent had rose. The
prevalence of Babesia spp. and A. phagocytophilum has significantly decreased. The
prevalence of N. mikurensis, Bartonella spp. and Bo. burgdorferi (s.l.) in rodents has increased.
The prevalence of Rickettsia spp. in rodents and ticks (attached and flagged) has not changed
over the years. Although the prevalences changed over the years, the pathogen species found

are the same as in previous studies.
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IX. Anhang

PCR Protokolle zur Detektion von A. phagocytophilum, Babesia spp., Bartonella spp., Bo.

Burgdorferi (s.l.), N. mikurensis, Hepatozoon spp. und Rickettsia spp.

Tabelle 10 Reagenzienmix zur Detektion von A. phagocytophilum mittels Real-Time PCR

Reagenzien pl/Reaktion
LC DANN Master Hybridization Probes 2,5
Molekularbiologisch reines H,O 10,1
ApMSP2_f 1,3
ApMSP2_r 13
ApMSP2_p 0,8

MgC|2 4

Probe 5
Gesamtvolumen 25

Tabelle 11 Thermoprofil der PCR zur Detektion von A. phagocytophilum

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 10min. 95°C

Denaturierung 25sek. 94°C

Annealing 30sek. 60°C } X40
Elongation 25sek. 72°C

Tabelle 12 Reagenzienmix zur Detektion von Babesia spp. mittels konventioneller PCR

Reagenzien ul/Reaktion
Primer BJ1 2,5

Primer BN2 2,5

HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 45

Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 13Thermoprofil der PCR zur Detektion von Babesia spp.

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min. 95°C

Denaturierung 30sek. 94°C

Annealing 30sek. 58°C :||> X40
Elongation 40sek. 72°C

Finale Enlongation 5min. 72°C
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Tabelle 14 Reagenzienmix zur Detektion von Bartonella spp. mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
Primer Ba325s 1

Primer Ba1100as 1

HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H,O 7,5

Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 15 Thermoprofil der PCR zur Detektion von Bartonella spp.

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min. 95°C

Denaturierung 30sek. 94°C

Annealing 30sek. 66°C } X40
Elongation 50sek. 72°C

Finale Enlongation 5min. 72°C

Tabelle 16 Reagenzienmix zur Detektion von Bo. burgdorferi mittels Real-Time PCR

Reagenzien ul/Reaktion
Mastermix Quantitect Multiplex No Rox 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 4

FlaFla 0,75

FlaR1 2,25
FlaProbel 0,5

Probe 5
Gesamtvolumen 25

Tabelle 17 Thermoprofil der PCR zur Detektion von Bo. burgdorferi

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min. 95°C

Denaturierung 15sek. 95°C

Annealing 1min. 60°C } X40
Elongation 1min. 60°C
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Tabelle 18 Reagenzienmix zur Detektion von N. mikurensis mittels Real-Time PCR

Reagenzien pl/Reaktion
LC DNA Master Hybridization Probes 2
Molekularbiologisch reines H,O 8,6
NMikGroEL-F2 1,6
NMikGroEL-revl 0,8
NMikGroEL-rev2 0,8
NMikGroEL-P2a 0,4

MgCl, 2,8

Probe 3
Gesamtvolumen 20

Tabelle 19 Thermoprofil der PCR zur Detektion von N. mikurensis

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 10min. 95°C

Denaturierung 25sek. 95°C

Annealing 30sek. 60°C } X45
Elongation 30sek. 72°C

Tabelle 20 Reagenzienmix zur Detektion von Hepatozoon spp. mittels konventioneller PCR

Reagenzien ul/Reaktion
HepF 1,25

HepR 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 7

Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 21 Thermoprofil der PCR zur Detektion von Hepatozoon spp.

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min. 95°C

Denaturierung 40sek. 94°C

Annealing 40sek. 52°C } X40
Elongation 1min. 72°C

Finale Enlongation 7min. 72°C
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Tabelle 22 Reagenzienmix zur Detektion von Rickettsia spp. mittels Real-Time PCR

Reagenzien pl/Reaktion
LC DNA Master Hybridization Probes 2
Molekularbiologisch reines H,O 11,25

Pan Rick gltA_2 for 1,25

Pan Rick gItA_2 rev 1,25

Pan Rick gItA_3taq 0,25

MgCl, 4

Probe 5
Gesamtvolumen 25

Tabelle 23 Thermoprofil der PCR zur Detektion von Rickettsia spp.

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 10min. 95°C

Denaturierung 25sek. 95°C

Annealing 30sek. 55°C :|L X45
Elongation 30sek. 72°C

PCR Protokole zur Multi-Locus-Sequenztypisierung fiir Bo. burgdorferi

Tabelle 24 Reagenzienmix zur Detektion von cplA mittels konventioneller PCR

Reagenzien ul/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
cplA1237 1,25
cplAR2218 1,25
cplAF1255 0 1,25
cplAR2104 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 25 Thermoprofil der PCR zur Detektion von cplA

1./2. Amplifikation

1./2. Amplifikation

PCR Schritt
Aktivierung
Denaturierung
Annealing
Elongation

Finale Elongation

Zeit
15min./15min.
15sek./15sek.
30sek./30sek.
Imin./1lmin.
5min./5min.

Temperatur
95°C/95°C
94°C/94°C
47°C/56-46°C” X40
72°C[72°C
72°C[72°C

“56-46°C fiir 9 Zyklen, danach 46°C
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Tabelle 26 Reagenzienmix zur Detektion cplX mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
CpIXF391 1,25
cpIXR1273 1,25
cpIXF403 0 1,25
cpIXR1124 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H,O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 27 Thermoprofil der PCR zur Detektion von cplA

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min 95°C

Denaturierung 15sek 94°C

Annealing 30sek 56-46°C* X40
Elongation Imin. 72°C

Finale Elongation 5min. 72°C

“56-46°C fiir 9 Zyklen, danach 46°C
1. und 2. Amplifikation sind identisch

Tabelle 28 Reagenzienmix zur Detektion von nifS mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
nifF1 1,25 1,25
nifSR1049 1,25 0
nifR719 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 7
Probe 3

Gesamtvolumen 25
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Tabelle 29 Thermoprofil der PCR zur Detektion von nifS
1. Amplifikation
PCR Schritt Zeit Temperatur
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 51-43°C* X40
Elongation Imin. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C
2. Amplifikation
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 51C X35
Elongation Imin. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C
“51-43°C fiir 9 Zyklen, danach 43°C
Tabelle 30 Reagenzienmix zur Detektion von pepX mittels konventioneller PCR
Reagenzien ul/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
pepXF449 1,25 1,25
pepXR1172 1,25 0
pepXR115 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H,O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25
Tabelle 31 Thermoprofil der PCR zur Detektion von pepX
1. Amplifikation
PCR Schritt Zeit Temperatur
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 56-46°C* X40
Elongation 1min. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C
2. Amplifikation
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 55C X35
Elongation Imin. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C

“56-46°C fiir 9 Zyklen, danach 46°C
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Tabelle 32 Reagenzienmix zur Detektion von pyrG mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2.  Amplifikation
pyrF391 1,25
pyrR1190 1,25
pyrF448 0 1,25
pyrR1154 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H,O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 33 Thermoprofil der PCR zur Detektion von pyrG

1. Amplifikation

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min 95°C

Denaturierung 15sek 94°C

Annealing 30sek 47°C X40
Elongation 1min. 72°C

Finale Elongation 5min. 72°C

2. Amplifikation

Aktivierung 15min 95°C

Denaturierung 15sek 94°C

Annealing 30sek 49°C X35
Elongation 1min. 72°C

Finale Elongation 5min. 72°C

Tabelle 34 Reagenzienmix zur Detektion von recG mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
recF890 1,25
recR1694 1,25
recF918 0 1,25
recR1658 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 7
Probe 3

Gesamtvolumen 25
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Tabelle 35 Thermoprofil der PCR zur Detektion von recG
1. Amplifikation
PCR Schritt Zeit Temperatur
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 55°C X40
Elongation Imin. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C
2. Amplifikation
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 50°C X35
Elongation Imin. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C
Tabelle 36 Reagenzienmix zur Detektion von rplB mittels konventioneller PCR
Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2. Amplifikation
rplF2 1,25 0
rpIR760 1,25 1,25
rplF40 0 1,25
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H.O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25
Tabelle 37 Thermoprofil der PCR zur Detektion von rpiB
PCR Schritt Zeit Temperatur
Aktivierung 15min 95°C
Denaturierung 15sek 94°C
Annealing 30sek 56-46°C* X40
Elongation 1min. 72°C
Finale Elongation 5min. 72°C

“56-46°C fiir 9 Zyklen, danach 46°C,
1. und 2. Amplifikation sind identisch
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Tabelle 38 Reagenzienmix zur Detektion von uvrA mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion
1. Amplifikation 2.  Amplifikation
uvrF1408 0 1,25
uvrR2318 0 1,25
uvrF1434 1,25 0
uvrR2111 1,25 0
HotStar Tag DNA Mastermix 12,5
Molekularbiologisch reines H,O 7
Probe 3
Gesamtvolumen 25

Tabelle 39 Thermoprofil der PCR zur Detektion von uvrA

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 15min 95°C

Denaturierung 15sek 94°C

Annealing 30sek 51°C X40/35
Elongation Imin. 72°C

Finale Elongation 5min. 72°

“1. Amplifikation 40 Zyklen, 2. Amplifikation 35 Zyklen
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PCR Protokoll zur Detektion des OmpB Gen fiir die Bestimmung von Rickettsia spp.

Tabelle 40 Reagenzienmix zur Detektion von OmpB mittels konventioneller PCR

Reagenzien pl/Reaktion

Primer 120-2788 1,25

Primer 120-3599 1,25

MgSO4 2

Puffer 2,5

dNTPs 0,5

Invitrogen Platinum Taq 0,1

Molekularbiologisch reines H,O 15,9

Probe 2,5

Gesamtvolumen 25

Tabelle 41 Thermoprofil der PCR zur Detektion von OmpB

PCR Schritt Zeit Temperatur

Aktivierung 3min 94°C

Denaturierung 30sek 95°C

Annealing 30sek 50°C X40

Elongation 1,5min. 68°C

Finale Elongation 7min. 68°C
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